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Makrophagen haben als Zellen des angeborenen Immunsystems eine große
Bedeutung für die Abwehr pathogener Organismen und den Erhalt der Gesundheit von
Mensch und Tier. Sie nehmen in der Immunabwehr eine Schlüsselstellung ein, da sie
eine Vielzahl von immunologischen Funktionen, wie zum Beispiel die Initiierung von
Entzündungsprozessen, Phagozytose von eingedrungenen Krankheitserregern,
Antigen-Präsentation, Wundheilung und Angiogenese übernehmen. Ihre Vielfältigkeit
zeigt sich auch in den beiden gegensätzlichen Typen, in die Makrophagen
differenzieren können, den pro-inflammatorischen “klassisch aktivierten” M1- und den
anti-inflammatorischen “alternativ aktivierten” M2-Typ (GORDON 2003). Die
Makrophagen können durch unterschiedliche Stimulanzien, wie Zytokine, Interferone
oder Pathogen-assoziierte molekulare Muster (pathogen-associated molecular patterns,
PAMPs) aktiviert werden. Zu den PAMPs zählen auch Lipopolysaccharid (LPS) und
Lipoteichonsäure (LTA), die Bestandteile gram-negativer bzw. gram-positiver
bakterieller Zellwände sind (TAYLOR et al. 2005). Zur Erkennung der mikrobiellen
PAMPs werden Muster-Erkennungs-Rezeptoren (pattern recognition receptors, PRRs)
benötigt, zu denen neben vielen anderen auch die Toll-like Rezeptoren (TLRs) gehören.
Die Erkennung der PAMPs durch diese Transmembranproteine führt dazu, dass in den
besonders sterol‐ und sphingolipidreichen Membranbereichen der Makrophagen, den
Lipid rafts, eine Signalkaskade abläuft. Diese Signalkaskade führt schließlich zur
Aktivierung des Transkriptionsfaktors NFκB (TRIANTAFILOU et al. 2004b). Trotz
erfolgreicher Pathogen-Erkennung durch die Makrophagen sind einige
Mikroorganismen, wie zum Beispiel Rhodococcus equi (R. equi) in der Lage, sich der
immunologischen Wirkungen zu entziehen. Dies führt dazu, dass das umliegende
Gewebe, nicht aber das Pathogen selbst, durch die pro-inflammatorische
Makrophagenwirkung zerstört wird. Hier liegt ein möglicher Ansatzpunkt für den
Einsatz mehrfach ungesättigter Fettsäuren (PUFA).
Es ist bekannt, dass PUFA eine anti-inflammatorische Wirkung aufweisen und einen
positiven Einfluss bei der Bekämpfung von Bakterien ausüben (SINGER et al. 2008;
ADOLPH et al. 2012a). Außerdem wurde gezeigt, dass PUFA als Liganden selbst
modulatorisch auf Transkriptionsfaktoren wirken, als Vorstufen für Lipid-Mediatoren
indirekt Einfluss nehmen oder durch Integration in die Zellmembran deren
Zusammensetzung beeinflussen (CALDER 2010). Welchen Einfluss die PUFA auf die
Lipidkomposition von Lipid raft- und Non raft-Membranbereichen bezüglich ihres
Phospho- und Sphingolipidmusters haben und welche Bedeutung die PUFA-Aufnahme
für den Ablauf der immunologisch bedeutsamen TLR2-Signalkaskade hat, wurde
bisher allerdings noch nicht hinreichend untersucht. Aus diesem Grund ist eine
weiterführende Analyse der zellulären und mechanistischen Veränderungen, auf denen




Makrophagen sind Zellen des angeborenen Immunsystems, die unspezifisch in den
Körper eingedrungene Krankheitserreger bekämpfen. Die Entwicklung der
Makrophagen geht im Knochenmark von myeloiden Vorläuferzellen aus, die über den
Zwischenschritt der Promonozyten zu Monozyten heranreifen. Die Monozyten werden
in das periphere Blut abgegeben und wandern von dort ins Gewebe ein, wo sie sich zu
gewebespezifischen Makrophagen differenzieren.
Makrophagen erfüllen im Organismus vielfältige Aufgaben. Als Phagozyten tragen sie
zur Beseitigung von Zelltrümmern (Zelldetritus) bei und sind in der Lage,
eingedrungene Mikroorganismen aufzunehmen, intrazellulär abzutöten und somit
unschädlich zu machen (METCHNIKOFF 1905). Wesentlich für die Zerstörung von
Pathogenen ist u.a. die Fähigkeit der Makrophagen zum sogenannten oxidativen Burst.
Bei diesem Prozess bilden Makrophagen toxische und hochreaktive Sauerstoff- und
Stickstoffintermediate (ROS/RNS), wie das Superoxidanion (O2-), Wasserstoffperoxid
(H2O2), Stickstoffmonoxid (NO) und Peroxinitrit. Weiterhin fungieren Makrophagen als
Antigen-präsentierende Zellen und produzieren pro- und anti-inflammatorisch wirksame
Zytokine (IL-1β, IL-6, IL-10, IL-12, TNF-ɑ). Auf diese Weise nehmen Makrophagen
direkt Einfluss auf andere Zellen des Immunsystems und sind an der Steuerung der
Immunantwort beteiligt. Makrophagen können entweder zum M1- oder zum M2-Typ
differenzieren (GRATCHEV et al. 2001). Die “klassisch aktivierten” M1-Makrophagen
werden unter anderem durch mikrobielle Stimuli, wie zum Beispiel dem
Lipopolysaccharid (LPS) gram-negativer Bakterien oder der Lipoteichonsäure (LTA)
gram-positiver Bakterien, induziert (MURRAY et al. 2011; GORDON et al. 2005;
TAYLOR et al. 2005). Sie wirken hauptsächlich pro-inflammatorisch und dienen der
Bekämpfung von Mikroorganismen im Körper. Die Differenzierung von Makrophagen in
den M2-Typ erfolgt vornehmlich in Gegenwart von Glukokortikoiden sowie den
Zytokinen IL-4, IL-10, IL-12 und IL-13. Diese “alternativ aktivierten” Makrophagen
zeichnen sich durch eine anti-inflammatorische und immunsuppressive Wirkung aus.
M2-Makrophagen tragen Zelldebris ab, dienen der Herstellung und Reparatur
beschädigter Gewebe und können aufgrund ihrer Angiogenese-förderenden
Eigenschaften die Tumorgenese begünstigen (SICA et al. 2012; KODELJA et al. 1997;
BISWAS et al. 2010; LUCAS et al. 2010; ARNOLD et al. 2007). Es wird angenommen,
dass eine Fehlregulation der Makrophagen-Differenzierung in den M1- bzw. den M2-
Typ erhebliche gesundheitliche Konsequenzen nach sich ziehen kann. So wird eine
Verschiebung des Gleichgewichts zu Gunsten der M2-Makrophagen mit einer
ungenügenden Immunabwehr sowie einer Begünstigung der Tumorentstehungen in
Verbindung gebracht (MANTOVANI et al. 1992; SACCANI et al. 2006). Eine
Verlagerung des Gleichgewichts auf die Seite der M1-Makrophagen wird hingegen mit
überschießender Immunantwort und in der Folge erheblichen Gewebeschäden
assoziiert (MACLEOD et al. 2016; SINDRILARU et al. 2011). Dies ist speziell im
Zusammenhang mit persistierenden Krankheitserregern, wie Rhodococcus equi (R.
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equi), problematisch, da diese Pathogene den wirtseigenen Abwehrmechanismen
widerstehen können. So ist R. equi in der Lage, nach der Phagozytose durch den
Makrophagen dem intrazellulären Abbau zu entgehen und sich stattdessen in den
Makrophagen zu vermehren. Während das Bakterium unbeschadet im Makrophagen
existiert, wird das umliegende Gewebe durch die ROS/RNS und pro-inflammatorischen
Zytokine des M1-Makrophagen zerstört.
In der vorliegenden Arbeit wurde die murine Makrophagenzelllinie RAW264.7
verwendet. Diese Zelllinie wurde aus Aszites bei lymphomartigen Tumoren gewonnen,
die durch das murine Abelson-Leukämie-Virus induziert wurden. RAW264.7-Zellen
zeigen typische Aktivitäten von Makrophagen. Unter anderem betreiben die Zellen
aktiv Phagozytose, synthetisieren ROS/RNS und sezernieren Lysozym und Zytokine.
Zudem exprimieren RAW264.7 auf ihrer Oberfläche Immunglobulin- und Toll-like-
Rezeptoren (SCHOENIGER et al. 2011).
2.2 Toll-like Rezeptoren (TLRs)
Die Fähigkeit von Makrophagen, zwischen körpereigen und körperfremd zu
unterscheiden, basiert auf der Expression der sogenannten Muster-Erkennungs-
Rezeptoren (pattern recognition receptors, PRRs). PRRs erkennen die Pathogen-
assoziierten molekularen Muster (pathogen-associated molecular patterns, PAMPs),
die durch Krankheitserreger nicht aber durch körpereigene Zellen ausgebildet werden
und identifizieren sie so als körperfremd (JANEWAY 1992; AKIRA et al. 2006). Zu den
immunologisch bedeutsamsten PRRs der Makrophagen zählt die Familie der Toll-like-
Rezeptoren (TLRs), die ebenfalls zu den Oberflächenrezeptoren gehört (AKIRA et al.
2006).
TLRs sind nach dem 1985 entdeckten Toll-Rezeptor der Fruchtfliege Drosophila
melanogaster benannt. Diesem wurde zunächst lediglich eine Rolle in der embryonalen
Entwicklung der Fruchtfliege zugesprochen. 1996 wurde zudem eine wichtige Rolle
des Toll-Rezeptors in der fliegeneigenen Abwehr von Bakterien und Pilzen
beschrieben (LEMAITRE et al. 2012). Seither wurden Toll-Homologe in Insekten,
Pflanzen und Säugern nachgewiesen (LUO et al. 2000) und als Toll-like-Rezeptoren
bezeichnet. Heute weiß man, dass es sich bei diesen Rezeptoren um Bestandteile
eines genetisch hoch konservierten Signalwegs handelt. Bisher sind 12 verschiedene
TLR-Gene bei Säugetieren bekannt, die zum Teil unterschiedliche PAMPs erkennen
(AKIRA et al. 2006). Eine Zusammenstellung der unterschiedlichen TLRs und ihrer
Liganden zeigt Tab. 1.
Zu den immunologisch bedeutsamsten Toll-like Rezeptoren gehören TLR2 und TLR4,
die in hohem Maße von Zellen der angeborenen Immunantwort, wie Monozyten,
Makrophagen und Dendritischen Zellen exprimiert werden (KIRSCHNING et al. 1998;
YANG et al. 1998; MEDZHITOV et al. 1997). TLR2 erkennt Lipoproteine von gram-
negativen Bakterien ebenso wie LTA der gram-positiven Bakterien (HIRSCHFELD et al.
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1999; LIEN et al. 1999; SCHWANDNER et al. 1999; OPITZ et al. 2001), wobei der
Erkennung gram-positiver Bakterien eine besondere Bedeutung zukommt. TLR4 nimmt
hingegen eine bedeutende Rolle bei der Erkennung gram-negativer Bakterien ein
(QURESHI et al. 1999; POLTORAK et al. 1998a; POLTORAK et al. 1998b).
Typischerweise interagieren beide Rezeptoren zur Ligandenbindung und Initiierung
einer Signalkaskade mit spezifischen Ko-Rezeptoren. TLR2 bildet Heterodimere mit
TLR1 oder TLR6, wobei TLR2 in Kombination mit TLR1 Triacyl-Lipopeptide und in
Kombination mit TLR6 Diacyl-Lipopeptide erkennt (OZINSKY et al. 2000;
ALEXOPOULOU et al. 2002; TAKEUCHI et al. 2001; TAKEUCHI et al. 2002). Diese
Heterodimerbildung erweitert die Gruppe der möglichen TLR2-Liganden. TLR4 benötigt
das Zusammenspiel mit MD-2 und Unterscheidungsgruppe (Cluster of Differentiation,
CD) 14 (SHIMAZU et al. 1999). Alle TLRs besitzen eine intrazelluläre
Membrandomäne mit Namen TLR/IL-1 Rezeptor-Domäne (TIR-Domäne), die der des
IL-1 Rezeptors stark ähnelt (GAY et al. 1991). Diese Domäne wird für die Interaktion
mit den folgenden Molekülen der Signalkaskade benötigt, die schließlich zu einer
Aktivierung des Transkriptionsfaktors Nuklearer Faktor kappa B (NFκB) führt.
Tabelle 1: TLRs und ihre Liganden
Rezeptor Liganden
TLR1 Triazyl-Lipopeptide
TLR2 LTA, Lipoproteine, Lipopeptide, Lipoarabinomannan, Heat Shock
Protein 70 (HSP70), Zymosan
TLR3 Doppelsträngige DNA
TLR4 LPS, Heat Shock Protein, Fibrinogen, Fibronektin, Hyaluronsäure-
Fragmente, Taxol, Respiratory Syncythial Virus
TLR5 Flagellin
TLR6 verschiedene Diazyl-Lipopeptide
TLR7 Imidazoquinoline, Ioxoribine, Bropirimine, einzelsträngige RNA
TLR8 kleine synthetische Komponenten, einzelsträngige RNA
TLR9 unmethylierte CpG-DNA
TLR10 bisher unbekannt
TLR11 Profilin(-like Protein), Flagellin
TLR12 Profilin
TLR13 bakterielle RNA
Im Allgemeinen kann die Bindung der TLR-Agonisten zwei verschiedene Signalwege
aktivieren, die entweder abhängig oder unabhängig vom Myeloid Differentiation
Primary Response Gene 88 (MyD88) sind. Der TLR2-Rezeptor leitet immer den
MyD88-abhängigen Weg ein (Abb. 1). Für die Signalkaskasde über MyD88 wird zudem
das TIR-assozierte Protein (TIRAP) benötigt (YAMAMOTO et al. 2002; FITZGERALD
et al. 2001; HORNG et al. 2002; MEDZHITOV et al. 1998; UNDERHILL et al. 1999;
TAKEUCHI et al. 2000; KAWAI et al. 1999; KAWAI et al. 2001). Es wird davon
ausgegangen, dass für die Erkennung von Lipopeptiden durch TLR2 und TLR1 CD14
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als Ko-Rezeptor benötigt wird (MANUKYAN et al. 2005), während bei der Bindung von
TLR2/TLR6-Liganden CD36 als Ko-Rezeptor wirkt (HOEBE et al. 2005) (Abb. 1).
Abb. 1: TLR2-Signalkaskade. TLR2 beeinflusst die Genexpression von Makrophagen
über einen MyD88-abhängigen Signalweg.
In der Folge der Liganden-induzierten Komplexbildung des TLR2-Liganden mit TLR2,
TLR1 und CD14 beziehungsweise TLR2, TLR6 und CD36 an der Plasmamembran
bindet die zytosolische TIR-Domäne an MyD88 (Abb. 1). MyD88 interagiert mit der IL-1
Rezeptor-assoziierten Kinase (IRAK) 4, wodurch IRAK 1 aktiviert wird (CAO et al.
1996a; CAO et al. 1996b; WESCHE et al. 1997; SUZUKI et al. 2002; LI et al. 1999; LI
et al. 2002) (Abb. 1). Dies führt zur Anlagerung des Tumor-Nekrose-Faktor alpha (TNF-
α) Rezeptor-assozierten Faktors 6 (TRAF6) an IRAK1 (CAO et al. 1996a) (Abb. 1).
IRAK1 und TRAF6 dissoziieren vom Rezeptorkomplex und bilden an der
Plasmamembran einen Komplex mit der transformierender Wachstumsfaktor-β-
aktivierten Kinase (TAK1), die mit dem TAK1-bindenden Protein 1 und 2 (TAB1/TAB2)
assoziiert ist (Abb. 1). Hierdurch kommt es zur Phosphorylierung von TAB2 sowie
TAK1. TAB2 und TAK1 translozieren zusammen mit TRAF6 ins Zytoplasma (SHIBUYA
et al. 1996; TAKAESU et al. 2003) (Abb. 1). TAK1 wird im Zytoplasma mittels
Ubiquitinierung durch bereits ubiquitiniertes TRAF6 aktiviert und bewirkt nachfolgend
mittels Phosphorylierung die Aktiverung des IκB-Kinase (IKK)-Komplexes, bestehend
aus IKK-α, IKK-β und IKK-γ (TAKAESU et al. 2000; WANG et al. 2001; DENG et al.
2000; BAEUERLE et al. 1988; DIDONATO et al. 1997; MERCURIO et al. 1997). IKK-α
und IKK-β phosphorylieren daraufhin das NFκB-bindende Protein (IκB), wodurch IκB
langsam abgebaut und die Bindung zu NFκB gelöst wird (Abb. 1). Der
Transkriptionsfaktor NFκB transloziert in den Zellkern und verstärkt dort die
Transkription seiner Zielgene. Zudem kommt es nach Bindung der TLR-Agonisten über
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Aktivierung der Mitogen-aktiviertes Protein (MAP)-Kinasen zu einer Induktion von
Aktivator-Protein-1 (AP-1) (YAMAGUCHI et al. 1995; SHAULIAN et al. 2002) sowie des
Transkriptionsfaktors Interferon-regulierender Faktor (IRF)-5 (TAKAOKA et al. 2005;
KRAUSGRUBER et al. 2011). Die Folge der Aktivierung von NFκB, AP-1 und IRF-5 ist
eine Differenzierung der Makrophagen zum M1-Typ, gekennzeichnet durch eine
gesteigerte Expression von pro-inflammatorischen Zytokinen, z.B. IL-6 und TNF-α und
von Adhäsionsmolekülen, z.B. Interzelluläres Adhäsionsmolekül-1 (ICAM-1) (DAVIES
et al. 1993; JØRGENSEN et al. 2001; PERGOLA et al. 2017).
2.3 Zellmembran
Die Zellmembran dient der Aufrechterhaltung der zellulären Integrität. Wichtige
Funktionen der Zellmembran umfassen (1) die Abgrenzung des Zellinneren von der
Umgebung, (2) den Stofftransport, (3) den Aufbau von Zell-Zell-Kontakten zur
zellulären Adhäsion und (4) die interzelluläre Kommunikation mithilfe von Membran-
Rezeptoren. Die Zellmembran stellt eine Lipiddoppelschicht mit assoziierten oder
eingebetteten Proteinmolekülen dar (Abb. 2). Grundbausteine der Lipiddoppelschicht
sind die amphiphilen Phospholipide Phosphatidylcholin (PC), Phosphatidylethanolamin
(PE), Phosphatidylserin (PS) und Phosphatidylinositol (PI), sowie die Sphingolipide
Ceramid (Cer) und Sphingomyelin (SM). Ein weiterer Bestandteil ist Cholesterol.
Die Phospholipide bestehen aus einer hydrophilen Kopfgruppe und zwei hydrophoben
Fettsäuren, die mit einem Glycinmolekül verestert sind. Die verschiedenen
Phospholipide unterscheiden sich durch ihre Kopfgruppen, die aus einer
Phosphatgruppe bestehen und mit einem Alkohol verestert sind. Dies ist bei PC das
Cholin, bei PE das Ethanolamin, bei PS das Serin und bei PI das Isonitol (Abb. 3). Der
lipophile Teil wird durch 2 Fettsäuremoleküle gebildet. Die Grundstruktur der
Sphingolipide findet sich in Cer wieder, die aus dem Aminoalkohol Sphingosin gebildet
werden, an den ein Fettsäure-Molekül über eine Amidbindung gebunden ist (Abb. 3).
Bei SM ist darüber hinaus ein Phosphocholin- bzw. Phosphoethanolamin-Molekül an
diese Grundstruktur verestert (Abb. 3). In der Zellmembran sind PC, PE, PS und SM
dominierend; PI ist hingegen weniger stark vertreten.
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Abb. 2: Schematische Darstellung der Zellmembran. Die Lipiddoppelschicht setzt
sich aus amphiphilen Phospholipiden, Sphingolipiden, Cholesterol sowie assoziierten
bzw. integralen Proteinen zusammen.
Bemerkenswerterweise sind die Lipide zwischen der extra- und der intrazellulären
Seite der Zellmembran asymmetrisch verteilt. Dabei finden sich PC und SM
hauptsächlich auf der extrazellulären Seite, während PS und PE vorrangig auf der
intrazellulären Seite der Membran zu finden sind. Allerdings ist ein Wechsel der Lipide
zwischen diesen beiden Seiten („Flip-Flop“) möglich. Dieser Wechsel kann je nach
Größe der polaren Köpfe recht schnell und häufig erfolgen, wie zum Beispiel bei PE.
Bei größeren hydrophoben Gruppen, wie dem Kopf von PC, ist er eher langsam und
selten (RAGGERS et al. 2000). Der Flip-Flop kann spontan oder mithilfe von Proteinen
ablaufen. Die Proteine können hierbei energieunabhängig als Schlepper fungieren,
indem sie die hydrophoben Areale der Lipiddoppelschicht mit einer hydrophilen
Oberfläche versehen, worüber die polaren Kopfgruppen der Phospholipide auf die
andere Seite gelangen können. Die zweite Möglichkeit besteht in einem
energieabhängigen Transport über sogenannte Translokatoren bzw. Proteinkanäle
(RAGGERS et al. 2000). Flippasen sind dabei für den ATP-abhängigen Transport vom
äußeren Blatt zum inneren Blatt der Membran und Floppasen ATP-abhängig für die
entgegengesetze Richtung zuständig. Scramblasen transportieren die Phospholipide
energieunabhängig bi-direktional nach einem Anstieg der intrazellulären
Calciumkonzentration (BEVERS et al. 1999; CONTRERAS et al. 2010).
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Abb. 3: Phospho- und Sphingolipide im Vergleich.
Membranproteine können auf verschiedene Art und Weise in der Membran vorliegen.
Zum einen gibt es integrale Proteine, die die gesamte Membran durchspannen
(Transmembranproteine) und sowohl mit dem Extra- als auch mit dem
Intrazellulärraum in Kontakt stehen. Hierzu gehören Ionenkanäle, Transporter, Pumpen
und Rezeptoren, wie TLR1, TLR2 und TLR6. Zum anderen gibt es periphere Proteine,
die lediglich mithilfe eines assoziierten Lipidmoleküls in der Membran verankert sind
(Lipidankerproteine). Ein typischer Vertreter dieser Proteingruppe ist der Ko-Rezeptor
CD14.
2.4 Lipid rafts
In ihrem Flüssigmosaikmodell postulierten Singer und Nicolson im Jahr 1972, dass
Membranlipide und –proteine innerhalb einer Ebene der Lipiddoppelschicht homogen
verteilt sind. Folgende Untersuchungen belegen hingegen eine heterogene Verteilung
der Membrankomponenten (ENGELMAN 2005). Diese unregelmäßige Verteilung der
Lipide und Proteine in der Membran kommt durch physikalisch-chemische
Wechselwirkungen der Lipide sowohl untereinander als auch zwischen Lipiden und
Proteinen zustande und führt zur Bildung membranärer Mikrodomänen. Diese werden
aufgrund ihres Aufbaus und der daraus resultierenden hohen Mobilität als flüssig-
ungeordnet (ld – liquid-disordered) oder als flüssig-geordnet (lo – liquid-ordered) bzw.
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semikristallin bezeichnet (SIMONS et al. 2004). Flüssig-geordnete Mikrodomänen sind
durch einen hohen Anteil an Cholesterol, Sphingolipiden und gesättigten Fettsäuren
gekennzeichnet. Sie bewegen sich wie Flöße auf den sie umgebenden flüssig-
ungeordneten Membranbereichen, weshalb sie auch „Lipid rafts“ genannt werden
(SIMONS et al. 1997). Es handelt sich um dynamische Mikrodomänen, die sich
zusammenlagern und wieder separieren können und deren Lipid- und
Proteinzusammensetzung einem stetigen Fluss unterliegt. Man nimmt an, dass die
Lipid rafts der lokalen Konzentrierung von Rezeptorproteinen dienen, was die
Wahrscheinlichkeit von Protein-Protein-Interaktionen deutlich erhöht (SIMONS et al.
1997; FIELD et al. 1995). In der Tat sind die Membrandomänen Ausgangspunkt
zahlreicher zellulärer Signaltransduktionskaskaden, weshalb sie auch als
„Signalplattformen“ bezeichnet werden. Auf Grundlage der bisherigen Kenntnisse über
diese Membranbereiche wurde auf dem “Keystone Symposium on Lipid Rafts and Cell
Function” 2006 in Steamboat Springs, Colorado (USA) folgende Definition von Lipid
rafts erarbeitet: “Membranäre Rafts sind kleine (10-200 nm) heterogene und hoch
dynamische sterol- und sphingolipidreiche Domänen, die zelluäre Prozesse separieren.
Kleine Rafts können teilweise durch Protein-Protein- oder Protein-Lipid-Interaktionen
stabilisiert werden, um größere Plattformen zu bilden” (PIKE 2006). Die Unversehrtheit
der Lipid rafts scheint dabei Voraussetzung für den Ablauf der TLR-Signalkaskade zu
sein (TRIANTAFILOU et al. 2002; TRIANTAFILOU et al. 2004b). So konnte u.a.
gezeigt werden, dass die Änderung der physiklisch-chemischen Eigenschaften der
Lipid rafts die Signalkaskade des TLR4 nachhaltig beeinflusst. Die Erhöhung der
Fluidität durch Zugabe von PUFA ging mit einer verringerten Interaktion von TLR4 und
seinem Ko-Rezeptor CD14 einher (SCHOENIGER et al. 2016; SCHUMANN et al.
2011).
2.5 Fettsäuren
Fettsäuren sind wesentliche Bestandteile von Membranen und in unserer Nahrung vor
allem in Fetten und Ölen zu finden. Chemisch gesehen handelt es sich um langkettige
Monocarbonsäuren, die je nach Anzahl vorhandener Doppelbindungen in gesättigte
Fettsäuren, einfach ungesättigte Fettsäuren (MUFA) bzw. mehrfach ungesättigte
Fettsäuren (PUFA) eingeteilt werden. Ungesättigte Fettsäuren werden, je nachdem an
welcher Position in der Kette die letzte Doppelbindung gelegen ist, in Familien
geordnet (Abb. 4). Auf diese Weise ergeben sich die Familien der n3-Fettsäuren, der
n6-Fettsäuren, der n7-Fettsäuren und der n9-Fettsäuren. Typische Vertreter der n3-
PUFA sind die ɑ-Linolensäure (LNA), die Eikosapentaensäure (EPA) und die
Dokosahexaensäure (DHA); typische Vertreter der n6-PUFA sind die Linolsäure (LA)
und die Arachidonsäure (AA) (Abb. 4).
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Abb. 4: Typische Vertreter mehrfach ungesättigter Fettsäuren. n3-PUFA: ɑ-
Linolensäure (LNA), Eikosapentaensäure (EPA) und Dokosahexaensäure (DHA); n6-
PUFA: Linolsäure (LA) und Arachidonsäure (AA). Die Einteilung in n3- bzw. n6-PUFA
erfolgt anhand der Position der Doppelbindung (siehe rote Zahlen).
PUFA sind auf vielfältige Art und Weise immunologisch aktiv. Zum einen stellen n3-
und n6-PUFA die Substrate für die Synthese pro- bzw. anti-inflammatorischer
Mediatoren dar. So werden aus der n6-Fettsäure Arachidonsäure Serie-2 Eikosanoide,
wie Prostaglandin H2, I2, F2, D2, E2, Leukotrien A4, B4, C4, D4, E4 und Thromboxan A2,
synthetisiert, die das Entzündungsgeschehen stark fördern (CALDER 2001). Die n3-
PUFA Eikosapentaensäure stellt hingegen die Muttersubstanz der Serie-3 Eikosanoide
wie Prostaglandin E3, I3, Leukotrien B5, C5, D4, D5 und Thromboxan A3 dar (CALDER et
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al. 2002). Diese sind biologisch weniger potent. Ein Grund hierfür ist die verringerte
Affinität der Serie-3 Eikosanoide zu den Eikosanoid-Rezeptoren (CALDER 2015).
Zudem verhindern sie auch die Wirkung von Prostaglandin D2, indem sie dessen
Rezeptor DP1 besetzen, ohne einen Effekt auszulösen (CALDER 2015). Weiterhin
erfolgt ausgehend von den PUFA die Biosynthese von Resolvinen, die über einen
Cyclooxygenase (COX)-2-Nonsteroidale Anti-inflammatorische Medikamente (NSAID)-
abhängigen Weg entzündungsmindernd wirken (SERHAN et al. 2000; SERHAN et al.
2002). n3- und n6-Fettsäuren sind zudem Liganden des G-Protein gekoppelten
Rezeptors 120 (GPR120). Sie bewirken über diesen unter anderem anti-
inflammatorische Effekte durch die Hemmung der Transformierender
Wachstumsfaktor-β-aktivierten Kinase 1 (TAK1), die bei der TLR-Signalkasakade eine
Schlüsselrolle spielt (OH et al. 2010; MOBRATEN et al. 2013). Hieraus resultiert eine
Verschiebung der Makrophagen-Differenzierung zu Gunsten des M2-Typs (OH et al.
2010).
Über die genannten Mechanismen hinaus nehmen Fettsäuren auch über ihren Einbau
in die Membran von Immunzellen, wie Makrophagen, Einfluss auf das
Entzündungsgeschehen. Zellulären Membranen kommt eine wesentliche Bedeutung
bei der Initiierung inflammatorischer Signalkaskaden zu. Die Ausbildung eines aktiven
Rezeptorkomplexes setzt die Interaktion zahlreicher Membran-Rezeptorkomponenten
und Adaptorproteine voraus, die im unstimulierten Zustand über die gesamte Membran
und verschiedene membranäre Mikrodomänen verteilt sein können. Da liegt es nahe,
dass die physikalisch-chemischen Eigenschaften der Membran, besonders ihre
Fluidität, Einfluss auf die zelluläre Signaltransduktion nehmen (MITCHELL et al. 1992).
Die physikalisch-chemischen Eigenschaften der Membran sind wiederum durch die
membranäre Lipid-Zusammensetzung beeinflusst. Ein hoher Anteil an Cholesterol und
gesättigten Fettsäuren vermindert die Fluidität der Membran, wohingegen ein hoher
Anteil an PUFA die Fluidität erhöht (MOSTOFSKY et al. 2001). Dies resultiert daraus,
dass sich PUFA aufgrund ihrer Doppelbindungen und der damit einhergehenden
Beweglichkeit des Moleküls nicht so dicht stapeln lassen wie gesättigte Fettsäuren. So
kann man am Beispiel der Dokosahexaensäure (Abb. 5) sehen, dass sich durch die
Doppelbindungen Moleküle ergeben, die weitaus mehr Platz einnehmen, als die
gesättigten Vertreter gleicher Kettenlänge. Hierdurch besteht zwischen den Molekülen
ein größerer Abstand und das Gefüge wird lockerer und fluider.
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Abb. 5: Vergleich der mehrfach ungesättigten Fettsäure DHA und der gesättigten
Fettsäure Behensäure.
Wichtig ist in diesem Zusammenhang, dass die Fettsäuren-Komposition zellulärer
Membranen durch die Nahrung beeinflusst wird. Eine hohe Zufuhr ungesättigter
Fettsäuren mit der Nahrung geht mit einem Einbau dieser Fettsäuren in die
Zellmembran einher (ROBINSON et al. 2001; BIONDO et al. 2008). Dieser Effekt kann
in vitro durch Supplementierung des Zellkulturmediums mit PUFA nachvollzogen
werden (SCHUMANN et al. 2011). Hierbei zeigt sich, dass die PUFA sogar in die Lipid
rafts eingebaut werden (SCHUMANN et al. 2011). Da Lipid rafts an sich durch einen
hohen Anteil an gesättigten Fettsäuren gekennzeichnet sind, ist davon auszugehen,
dass es in der Folge zu einer Veränderung des Aufbaus der Membrandomänen kommt,
die Auswirkungen auf die Funktion der Lipid rafts als Signalplattformen haben kann.
Für TLR4 und seinen Ko-Rezeptor CD14 wurde bereits gezeigt, dass durch diese
Veränderungen die Rekrutierung der Rezeptoren in die Lipid rafts wie auch ihre
Assoziation vermindert ist. In der Folge kommt es zu einer Abschwächung der pro-
inflammatorischen Immunreaktion (SCHOENIGER et al. 2011; SCHOENIGER et al.
2016). Untersuchungen zu den Konsequenzen einer PUFA-Supplementierung auf die
Interaktion von TLR2 und seinen Ko-Rezeptoren TLR1 bzw. TLR6, sowie der Einfluss
auf die Phospho- und Sphingolipide der Lipid raft- und Non-raft-Membrandomänen
stehen bislang allerdings aus.
2.6 Zielstellung
Vorarbeiten der Arbeitsgruppe haben gezeigt, dass die PUFA-Supplementierung von
Makrophagen mit einem Einbau dieser Fettsäuren in die Zellmembran einhergeht.
Dabei war eine Integration der PUFA in sämtliche Membrandomänen einschließlich der
Lipid rafts nachweisbar und es konnten immunmodulatorische Effekte beobachtet
werden. Die stimulationsinduzierte Synthese pro-inflammatorischer Zytokine sowie der
oxidative Burst wurden gehemmt (SCHOENIGER et al. 2011; ADOLPH et al. 2012b).
Hingegen wurden die Phagozytoseleistung der Makrophagen gesteigert und die
Überlebensraten von persistierenden bakteriellen Erregern reduziert (ADOLPH et al.
2012a). Die Gesamtheit der Daten legt nahe, dass es in Folge einer PUFA-
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Supplementierung zu einer Differenzierung der Makrophagen zum anti-
inflammatorischen M2-Typ kommt.
Folgerichtig war der Gegenstand der vorliegenden Dissertation die Identifizierung des
zu Grunde liegenden Wirkmechanismus. Hierzu wurden zwei zentrale Fragestellungen
bearbeitet. Erstens sollte vergleichend die Lipid-Komposition der Membrandomänen
der Makrophagen vor und nach einer PUFA-Supplementierung analysiert werden. Es
galt herauszufinden, ob Unterschiede zwischen Lipid rafts und Non-raft-
Membranbereichen bezüglich der Verteilung der Phospho- und Sphingolipide bestehen
und wie sich die Supplementierung der Makrophagen mit spezifischen PUFA auf das
Auftreten dieser Lipidklassen innerhalb der einzelnen Membranbereiche auswirkt.
Zweitens sollten die Folgen des PUFA-Einbaus für die Initiierung der
Signaltransduktionskaskade des TLR2-Rezeptors bestimmt werden. Der Fokus wurde
hierbei auf die in der Membran ablaufenden Interaktionen von TLR2 und seinen Ko-
Rezeptoren TLR1 und TLR6 gelegt, die die Voraussetzung für den Ablauf des
Signalwegs zur Erkennung gram-positiver Mikroorganismen darstellt.
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Brutschränke Heracell VIOS 160i +
Heraeus Function Line
Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich




Glasspritzen Lueranschluss 2 ml + 20 ml Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Immersionsobjektiv Plan ApoVC 60x/1.4Oil Nikon GmbH, Düsseldorf
Inkubationsschüttler KS 4000 i control IKA®-Werke GmbH & CO. KG,
Staufen im Breisgau
Mikrotiterplattenleser Wallac 1420 Victor2 PerkinElmer Las GmbH, Rodgau
Mikrozentrifuge Heraeus Fresco 17 Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich
Spektrophotometer Ultrospec 3000 UV-Vis Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich
Spektrophotometer Varian Cary 50 Bio UV-
Vis
Agilent Technologies Inc., Waldbronn
Tischzentrifuge Sprout Mini Centrifuge
12 V
Heathrow Scientific, Vernon Hills,
Illinois (USA)
Ultrazentrifugenrotor SW-41 Beckman Coulter GmbH, Krefeld
Ultrazentrifuge Sorvall Discovery 90SE Hitachi Ltd. Corporation, Tokio
(Japan)
Zählkammer Neubauer-improved Paul Marienfeld GmbH & Co. KG,
Lauda-Königshofen
Zellzähler Moxi™ Z ORFLO Technologies, Ketchum,
Idaho (USA)
Zentrifugengläser 12ml, Rundboden Duran Group GmbH, Mainz
Zentrifugen Heraeus Multifuge 1S-R +
Biofuge Stratos





Deckgläser rund Ø15 mm Menzel GmbH, Braunschweig
Einweg-Impfösen 10 µl Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen
Filter-Top Zellkulturflaschen CellStar TC
175 cm² + 75 cm² + 25 cm²
Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen
Neolus® Einwegkanüle 22 G, 50 mm Terumo Deutschland GmbH, Eschborn
Objektträger 76 x 26 mm, geschnitten,
weiß
Starfrost®, LaborChemie GmbH, Wien
(Österreich)
Zählkammer Moxi™ Z-Kassetten Typ S ORFLO Technologies, Ketchum, Idaho
(USA)
Zellkulturtestplatten 12-Well + 96-Well,
F-Boden
TPP Techno Plastic Products AG,
Trasadingen (Schweiz)






Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Bovines Serumalbumin (BSA) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Calciumchlorid (CaCl₂) ≥ 94 %
entwässert
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Calbiochem Protease Inhibitor Cocktail
Set III
Merck Millipore, Merck KGaA, Darmstadt
Cholesterol-Kit CHOD PAP Greiner Diagnostic GmbH, Bahlingen
D(+)-Glukose ≥ 99,5 % Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Dimethylsulfoxid (DMSO) wasserfrei
99,8 %
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Di-Natriumhydrogenphosphat Dihydrat
(Na₂HPO₄ x 2H₂O) > 99,5 %, p.a.
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Fetales Kälberserum FBS Superior Biochrom GmbH, Berlin
Fluoreszenz-Eindeck-Medium Dako Deutschland GmbH, Hamburg
Formaldehydlösung 30 % methanolfrei Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Hanks gepufferte Salze (HBSS) Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Iodixanol Optiprep Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
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Kaliumchlorid (KCl) 99 % Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Kaliumdihydrogenphosphat (KH₂PO4)
99 %, p.a.
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Lipoteichonsäure (LTA) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Magnesiumchlorid (MgCl₂) EMSURE® Merck Millipore, Merck KGaA, Darmstadt
Magnesiumsulfat-Heptahydrat (MgSO4
x 7H2O) p.a.
Merck Millipore, Merck KGaA, Darmstadt
Natriumchlorid (NaCl) 95,5 % Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich
Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3)
p.a.
Merck Millipore, Merck KGaA, Darmstadt
Roti®-Quant Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
RPMI 1640 m: L-Glutamin + 2,0 g/l
NaHCO3, o: Phenolrot
PAN-Biotech GmbH, Aidenbach
Saccharose reinst Serva Electrophoresis GmbH,
Heidelberg
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan-
Puffer (TRIS), Pufferan®, ≥ 99,9 %,
Ultra Qualität
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe




Alpha-Linolensäure, C18:3n3 Matreya LLC, State College,
Pennsylvania (USA)
Arachidonsäure, C20:4n6 Matreya LLC, State College,
Pennsylvania (USA)
Dokosahexaensäure, C22:6n3 Matreya LLC, State College,
Pennsylvania (USA)
Eikosapentaensäure, C20:5n3 Matreya LLC, State College,
Pennsylvania (USA)







Alexa Fluor 594-gekoppelt, polyklonal
Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich
Esel-Anti-Kaninchen IgG-
Sekundärantikörper Alexa Fluor 350-
gekoppelt, polyklonal
Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich
Esel-Anti-Ratte IgG-Sekundärantikörper
Alexa Fluor 488-gekoppelt, polyklonal
Thermo Fisher Scientific Inc., Dreieich
Kaninchen-Anti-Maus IgG-
Primärantikörper GM1, polyklonal







TLR1, monoklonal, Klon 418601
R&D Systems Inc., Minneapolis,
Minnesota (USA)
Ratte-Anti-Maus IgG-Primärantikörper
TLR6, monoklonal, Klon 285923
R&D Systems Inc., Minneapolis,
Minnesota (USA)
3.1.6 Zelllinien und Bakterien
Tabelle 7: Zelllinien und Bakterien.
Zelllinie / Bakterien-Stamm Bezugsquelle
Murine Monozyten/Makrophagen-
Zelllinie RAW 264.7 (ATCC® TIB71™)
LGC Standards GmbH, Wesel
Rhodococcus equi (ATCC® 6939™),
avirulent
LGC Standards GmbH, Wesel
Rhodococcus equi (ATCC® 33701™),
virulent




BZ-II-Analyzer Keyence Corporation, Neu-Isenburg
GCMS-Translator Agilent Technologies, Santa Clara,
Kaliforinen (USA)
MassHunter - Qualitative Analysis Agilent Technologies, Santa Clara,
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B.06.00 Kalifornien (USA)
GraphPad Prism 6 GraphPad Software, La Jolla, Kalifornien
(USA)
LIMSA (Lipid mass spectrum analysis) Pentti Somerharju, The Somerharju Lipid
Group, University of Helsinki, Finland
SECD (Spectrum Extraction from
Chromatographic Data)
Pentti Somerharju, The Somerharju Lipid
Group, University of Helsinki, Helsinki
(Finland)
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Phosphatgepufferte Salzlösung (PBS) einfach-konzentriert (1 x) 100 ml
Hanks gepufferte Salzlösung (HBSS)
Glukose, p.a. 1,0080 g
KCl, 99% 0,3990 g
KH2PO4, p.a. 0,0540 g
MgSO4 x 7 H2O, p.a. 0,1470 g
NaCl, p.a. 7,9460 g
NaHCO3, p.a. 0,3580 g
Na2HPO4 x 2 H2O, p.a 0,0534 g
Aqua dest. 1000 ml
pH 7,4 einstellen mit NaOH, 1 M; steril filtrieren
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Isolationspuffer für Lipid raft-Isolierung
CaCl2, 1 M 0,1 ml
MgCl2, 1 M 0,1 ml
Protease Inhibitor Cocktail Set III 0,2 ml
Saccharose, 1 M 25 ml
TRIS, 1M, pH 7,8 2ml
Paraformaldehyd (PFA) 4 % für Fluoreszenzmikroskopie
Formaldehydlösung 30 % 13,35 ml
PBS 1 x 86,65 ml




Na₂HPO₄ x 2H₂O 28,84 g
Aqua dest. 2000 ml
pH 7,4 einstellen mit NaOH, 1 M
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RPMI-Medium, 5 % beziehungweise 10 % FBS
FBS Superior 25 ml (5 %)/50 ml (10%)
HEPES 2,383 g
Glukose 1,250 g
RPMI 1640, m: L-Glutamin + 2,0 g/l NaHCO3,
o: Phenolrot 500 ml
Trennpuffer für Lipid raft-Isolierung
OptiPrep 83,30 ml
Saccharose, 1M 3,47 ml
TRIS, 1 M, pH 7,8 2 ml
Aqua dest. 11,23 ml
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3.2 Methoden
3.2.1 Zell- und Bakterienkultivierung
3.2.1.1 Adhärente murine Monozyten/Makrophagen-Zelllinie RAW264.7
Zur Vorbereitung der Kultivierung wurden die kryokonservierten RAW264.7-Zellen bei
Raumtemperatur angetaut. Anschließend wurden die Zellen in ein 50 ml
Zentrifugenröhrchen überführt, in 10 ml RPMI-Medium (10 % FBS, temperiert auf 37 °C)
resuspendiert und bei 310 x g für 6 Minuten zentrifugiert. Nach Entfernung des
Überstandes wurden die Zellen in 5 ml temperiertem RPMI-Medium (10 % FBS)
aufgenommen und in einer 25 cm²-Zellkulturflasche bei 37 °C und 5 % CO₂ im
Brutschrank inkubiert. Nach 2 Tagen wurde die Konfluenz der Zellen
lichtmikroskopisch kontrolliert und ein Teilmedienwechsel durchgeführt. Dabei wurden
2,5 ml RPMI-Medium (10 % FBS) aus der Zellkulturflasche entnommen und 4,5 ml
frisches RPMI-Medium (10 % FBS) zugegeben. Ein vollständiger Medienwechsel
erfolgte 2 Tage später. Bei ausreichender Konfluenz (mindestens 30 %) wurden die
Zellen in eine 75 cm²-Zellkulturflasche überführt. Die weitere Kultivierung erfolgte bei
37 °C und 5 % CO2, wobei die Zellen jeweils nach 2-3 Tagen passagiert wurden. Für
die Passagierung wurde das RPMI-Medium (10 % FBS) vollständig entfernt und nach
Zugabe von 3 ml HBSS wurden die Zellen mit einem Zellschaber gelöst. Anschließend
wurden die Makrophagen bei 310 x g für 6 Minuten zentrifugiert und das Pellet bei Zell-
Zählung mittels Neubauer-improved Zählkammer in 1-2 ml HBSS beziehungsweise bei
Zell-Zählung mittels Moxi™Z in 10 ml HBSS resuspendiert. Für die Zählung der Zellen
mit der Neubauer-improved Zählkammer wurden 10 µl der in HBSS-Lösung
resuspendierten Zellen 1:1 mit Trypanblau 0,4 % vermischt und die Zählkammer damit
beschickt. Bei 100-facher Vergrößerung wurden in allen 4 Großquadraten jeweils
diagonal 4 Kleinquadrate ausgezählt. Die Zellzahl wurde nach folgender Formel
berechnet:
Gesamtzellzahl in Suspension = “gezählte Zahl“ x 104 x 2 x “resuspendiertes Volumen”
Für die Zellzahl-Bestimmung mittels Moxi™Z wurden 75 µl Suspension in eine Typ S-
Kassette pipettiert und die Zellzahl pro Milliliter abgelesen. Die Neuaussaat der Zellen
erfolgte in einer Dichte von 1 x 104 Zellen/cm² in frischem RPMI-Medium.
3.2.1.2 Rhodococcus equi
Von den Bakterien-Stämmen Rhodococcus equi ATCC®6939™ (avirulent) und
Rhodococcus equi ATCC®33701™ (virulent) wurden monatlich jeweils eine frische
Flüssig- und Agarkultur angelegt. Die vorhandene Agarkultur wurde hierzu im Inkubator
bei 37 °C für 30 Minuten bebrütet. 2 bis 3 Bakterienkolonien wurden von der Agarplatte
abgenommen und in 5 ml auf 37 °C temperierte Caseinpepton-Sojamehlpepton–
Bouillion überführt. Nach eintägiger Inkubation der Flüssigkultur bei 37 °C und 190 rpm
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im Thermoschüttler wurde die Bakterienkultur leicht aufgeschüttelt und auf einer
frischen Caseinpepton-Sojamehlpepton-Agarplatte ausgestrichen. Die beimpfte
Agarplatte wurde für 1 Tag bei 37 °C inkubiert und anschließend als frische Agarkultur
bei 5-8 °C gelagert.
Zur Bestimmung der Bakteriendichte der Flüssigkultur wurde die optische Dichte (OD)
bestimmt. Hierfür wurde 1 ml der Flüssigkultur bei 6.000 x g für 5 Minuten zentrifugiert.
Der Überstand wurde verworfen, das Pellet in 1 ml PBS 1 x resuspendiert und erneut
bei 6.000 rpm für 5 Minuten zentrifugiert. Das aus diesem Waschschritt resultierende
Pellet wurde in 1 ml RPMI-Medium (5 % FBS) resuspendiert. Anschließend wurde eine
1:100-Verdünnung in Medium hergestellt. Die Bakteriensuspension wurde in einer
Halbmikroküvette gegen eine Leerwertküvette mit RPMI-Medium (5% FBS) mithilfe des
Spektrophotometers Ultrospec 3000 bei 600 nm dreimal gemessen. Aus dem
Mittelwert der gemessenen optischen Dichte wurden als Maß für die Bakteriendichte
die Kolonie-bildenden Einheiten pro Milliliter (KbE/ml) ermittelt. Hierbei entspricht eine
Kolonie-bildende Einheit einem Einzelbakterium.
Es gilt 1 OD = 1 x 109 KbE/ml.
3.2.2 Supplementierung und Stimulierung von RAW264.7
3.2.2.1 Fettsäuresupplementierung
Die RAW264.7 wurden mit den Fettsäuren α-Linolensäure (LNA), Eikosapentaensäure
(EPA), Dokosahexaensäure (DHA), Linolsäure (LA) oder Arachidonsäure (AA)
inkubiert. Unsupplementierte Zellen dienten als Kontrolle. Für die Supplementierung
wurde für jede einzelne Fettsäure eine 15 mmol/l Stammlösung in Ethanol hergestellt.
Die RAW264.7 wurden 3 Tage vor der Fettsäurezugabe in RPMI-Medium (5 % FBS)
überführt. Am Tag der Supplementierung wurden die Zellen wie in 3.2.1.1 beschrieben
passagiert und das RPMI-Medium (5 % FBS) um die Fettsäure-Stammlösungen im
Verhältnis 1:1000 ergänzt, wodurch eine finale Konzentration von 15 µmol/l erreicht
wurde. Der Kontrolle wurde 0,1 % v/v Ethanol zugegeben. Die
Fettsäuresupplementierung der Zellen erfolgte über einen Zeitraum von 72 Stunden bei
37 °C und 5 % CO2.
3.2.2.2 Stimulation
Die Stimulation der RAW264.7 erfolgte in den letzten 24 Stunden der
Fettsäuresupplementierung durch Zugabe von Lipoteichonsäure (LTA, aus
Staphylococcus aureus) beziehungsweise avirulentem oder virulentem Rhodococcus
equi (ATCC®6939™ + ATCC®33701™). LTA wurde in einer Konzentration von 0,5
µg/ml zugegeben. Die lebenden Bakterien wurden in Abwesenheit von Antibiotika




Die Isolierung der Lipid-rafts aus RAW264.7 erfolgte mit einer Detergenzien-freien
Dichtegradienten-Zentrifugation nach Macdonald und Pike (MACDONALD et al. 2005)
mit geringen Modifikationen. Zur Herstellung eines Dichtegradienten wurde in einem
UltraClear-Zentrifugenröhrchen in Basispuffer gelöstes Iodixanol in Konzentrationen
von 0, 5, 10, 15 und 20 % zu jeweils 1,6 ml unterschichtet, sodass ein Gradient mit
nach unten ansteigender Dichte resultierte. Bis zu seiner Verwendung wurde der
Gradient bei 5-8 °C gelagert. Ein Pellet von 1 x 107 RAW264.7 wurde in 1 ml
Isolationspuffer suspendiert und durch 20-maliges Aufziehen durch eine 22 G-Kanüle
mittels einer Glasspritze mechanisch lysiert. Anschließend wurde das Lysat bei 1.000 x
g und 4 °C für 10 Minuten zentrifugiert und der Überstand abgenommen. Das
verbleibende Pellet wurde erneut in 1 ml Isolationspuffer resuspendiert und der
Lysevorgang wiederholt. Alle Schritte wurden auf Eis durchgeführt. Die Überstände
wurden mit gleichem Volumen (2 ml) Trennpuffer versehen und unter den vorbereiteten
Dichtegradienten geschichtet. Das Zentrifugenröhrchen wurde für 90 Minuten bei
52.000 x g und 4 °C im Vakuum zentrifugiert.
Nach der Zentrifugation wurden auf Eis nach und nach 12 1 ml Fraktionen von oben
nach unten abgenommen. Bis zur Analyse wurden die Lipid raft- (Fraktion 1) und die
Non-raft-Fraktion (Fraktion 7) bei -80 °C gelagert. Die Zuordnung der beiden
Membrandomänen zu den Fraktionen war in vorherigen Studien mittels Western Blot
bestimmt worden (SCHUMANN et al. 2011). Hierfür wurden der EGF-Rezeptor als
Lipid raft-Marker und der in der Plasmamembran lokalisierte Transferrin-Rezeptor als
Non-raft-Marker detektiert, wobei der EGF-Rezeptor in Fraktion 1 und der Transferrin-
Rezeptor in Fraktion 7 zu finden war.
3.2.3.2 Bestimmung des Cholesterolgehalts isolierter Membranfraktionen
Der Cholesterolgehalt der Lipid raft- und Non-raft-Fraktionen wurde
spektrophotometrisch mithilfe eines Kits von Greiner Diagnostics ermittelt, dem die
CHOD-PAP-Methode zugrunde liegt. Entsprechend der Herstellervorschrift wurden 3
Standards mit Konzentrationen von 5, 15 und 30 mg/ml und ein Proben-Leerwert mit
destilliertem Wasser hergestellt. Anschließend wurden zu jeweils 100 µl von jedem
Standard, dem Leerwert sowie den Proben 900 µl des im Kit mitgelieferten Reagenz
zugegeben und sorgfältig gemischt. Das Reagenz wurde zuvor auf Raumtemperatur
erwärmt. Die spektrophotometrische Messung erfolgte nach einer Inkubation von 15
bis 60 Minuten bei Raumtemperatur in Mikroküvetten mit dem Varian Cary 50 Bio UV-
Vis gegen einen Reagenz-Leerwert.
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3.2.3.3 Bestimmung des Proteingehalts isolierter Membranfraktionen
Der Proteingehalt der Lipid raft- und Non-raft-Fraktionen wurde mit dem Roti®-Quant
Protein Assay Kit nach Bradford in Doppelbestimmung durchgeführt. Dafür wurde das
empfohlene Protokoll mit geringen Modifikationen verwendet. Zunächst wurden
Kalibrierungsstandards in Konzentrationen von 5, 10, 20, 30, 40 und 50 µg/ml aus
einer BSA-Stammlösung hergestellt. In einer 96-Well-Platte wurden anschließend 50 µl
der Probenlösungen und 50 µl jedes Kalibrierungsstandards pipettiert. Das im Kit
enthaltene RotiQuant (5x) wurde gemäß Herstellervorschrift verdünnt. Den Wells
wurden 200 µl dieser Verdünnung zugegeben. Nach 5-minütiger Inkubation bei
Raumtemperatur, wurde die Absorption bei einer Wellenlänge von 595 nm am Wallac
1420 Victor2 Mikroplattenleser bestimmt.
3.2.3.4 HPLC-MS der Membran-Phospholipide
Alle praktischen Schritte der massenspektrometrischen Untersuchung der Lipid raft-
und Non-raft-Fraktionen wurde in Kooperation mit der Lipidomics Unit des
Fachbereichs Biowissenschaften der Universität Helsinki in Finnland durchgeführt. Die
Lipide wurden nach der Methode von Folch et al. extrahiert und diese Extrakte mit
einer Mischung interner Standards versehen. Diese Mischung enthielt die
Phosphatidlycholine (PC) PC28:2, PC40:2, die Phosphatidylethanolamine (PE) PE28:0,
PE32:2, das Phosphatidylserin (PS) PS28:0 und Sphingomyelin (SM) SM17:0.
Zusätzlich wurde Ceramid extern unter Verwendung von Cer16:0 standardisiert. Die
chromographische Separierung vor dem massenspektrometrischen Nachweis erfolgte
mithilfe des Agilent 1290 Infinity HPLC Systems mit der ZORBAX Eclipse Plus C18
RRHD (2,1 × 50 mm, 1,8 μm)-Säule und Acetonitril/Wasser/Isopropanol-basiertem
Lösungssystem im Gradientenmodus mit einer Durchflussrate von 0,13 ml/min und
60 °C Säulentemperatur. Die in den Proben enthaltenen Hauptspezies der
Phospholipide wurden mittels Massenspektrometrie (MS) analysiert. Hierfür wurde das
6490 Triple Quad LC-MS/MS (Agilent, Santa Clara, Kalifornien, USA) genutzt und die
für die Phospholipidklassen spezifischen Precursor Ionen (P) oder Neutral Loss (NL)
Scans verwendet (P184 für PC und SM, NL141 für PE, NL 87 für PS und P264 für Cer)
(BRUGGER et al. 1997).
3.2.3.5 Auswertung der massenspektrometrischen Daten
Zur Identifizierung und Quantifizierung der relevanten Phospholipidspezies wurden die
Daten von PE, PS, Cer und SM aus der massenspektrometrischen Analyse zunächst
mit dem Programm GCMS-Translator in das Datenformat .cdf umgeschrieben, um die
Analyse mit der Software SECD weiterführen zu können. Dies war notwendig, da die
detektierten Signale dieser Phospholipid-Familien nur schwach ausgeprägt und stark
von Rauschen überlagert waren. Durch die Verwendung der SECD-Software konnte
das Rauschen entfernt werden. Die nun deutlich als Peaks erkennbaren
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Massenspektren wurden exportiert und mit dem Excel-AddOn LIMSA weiter analysiert.
Die Daten der PC-Spezies konnten, da diese stärker ausgeprägte Signale bei der
Massenspektrometrie erzeugt hatten, mit der Software MassHunter von Agilent ohne
vorherige Umschreibung extrahiert und in die Software LIMSA exportiert werden. In
LIMSA wurde eine “comparison list” erstellt. In diese Liste wurden alle relevanten und
deutlich sichtbaren Spezies und die bei der MS-Analyse mitgeführten Standards
aufgenommen. Als deutlich sichtbar werden hierbei die Spezies bezeichnet die sich
durch einen klar erkennbaren Peak von der Grundlinie abheben, dabei kann die Höhe
des Peaks stark variieren. Mithilfe dieser „comparison list“ wurden die Phopholipid-
Spezies im Programm LIMSA quantifiziert (HAIMI et al. 2006). Abschließend wurde der
prozentuale Anteil der einzelnen Phospholipidspezies an der Gesamtkonzentration
unter Verwendung der Software Excel errechnet.
3.2.4 TLR-Interaktion in Membranmikrodomänen
3.2.4.1 Präparation der Zellen
Für die Fluoreszenzmikroskopie wurden die RAW264.7 auf Deckgläsern kultiviert. Zur
Zellpräparation wurden die Zellen mit 1 x PBS gespült und 10 Minuten bei
Raumtemperatur mit Paraformaldehyd fixiert. Nach Entfernung des Paraformaldehyds
wurden die Zellen zweimal mit 1 x PBS gespült und, um eine unspezifische
Antikörperbindung zu verhindern, in Blockpuffer für 1 Stunde bei 37 °C inkubiert. Auf
den Zellen wurden jeweils parallel GM1 (Lipid raft-Marker), TLR1 und TLR2
beziehungsweise GM1, TLR2 und TLR6 markiert. Es wurden spezifische Anti-Maus-
Primärantikörper gegen GM1 aus dem Kaninchen, gegen TLR1 und TLR6 aus der
Ratte und gegen TLR2 aus der Maus in einer 1:400-Verdünnung verwendet. Nach
Inkubation für 1 Stunde bei Raumtemperatur in einer befeuchteten Kammer wurde die
Primärantikörperlösung abgenommen. Die Zellen wurden dreimal für 5 Minuten mit 1 x
PBS gewaschen und anschließend mit spezifischen Fluoreszenzfarbstoff-konjugierten
Sekundärantikörpern gegen Kaninchen, Ratte oder Maus 1:1000 verdünnt und im
Dunkeln bei Raumtemperatur in einer befeuchteten Kammer für 1 Stunde inkubiert.
Nach der Inkubationszeit wurde die Antikörperlösung entfernt und die Zellen wurden
dreimal für 5 Minuten mit 1 x PBS gewaschen. Nach erfolgter Antikörpermarkierung
wurden die Deckgläser mittels Fluoreszenz-Eindeck-Medium auf Objektträgern fixiert.
Nach der Trocknung über Nacht im Dunkeln wurden die Deckgläser mit klarem
Nagellack luftdicht auf den Objektträgern versiegelt und unter Abschirmung von Licht
bei 4 °C gelagert.
3.2.4.2 Fluoreszenzmikroskopie
Die präparierten RAW264.7 wurden mit dem Fluoreszenmikroskop Keyence BZ-9000
durch ein Immersionsobjektiv bei 40-facher Vergrößerung betrachtet. Jedes Deckglas
wurde in 4 Quadranten eingeteilt. Von jedem Quadranten wurde ein Foto
aufgenommen. Entsprechend der Sekundärantikörpermarkierungen erfolgte die
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Detektion der Marker beziehungsweise der Rezeptoren bei folgenden Wellenlängen
(Anregung/Emission): GM1 352/417 nm, TLR2 541/572 nm und TLR1
beziehungsweise TLR6 457/502 nm. In Vorbereitung der Bildanalyse wurden die
fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen digital bearbeitet. Unter Verwendung der BZII-
Analyzer Software wurde eine “haze reduction” durchgeführt, um die Unschärfe der
Bilder zu reduzieren. Die Funktion “black balance” erzeugte anschließend einen
einheitlich schwarzen Hintergrund, um die fluoreszierenden Areale besser sichtbar zu
machen.
3.2.4.3 Manders’-Auswertung
Die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen wurden mit der Software ImageJ
analysiert, wobei die Ko-Lokalisation der Rezeptoren mithilfe des
Manders‘ Koeffizienten nach Manders, Verbeek & Aten (MANDERS et al. 1993)
quantifiziert wurde. Die mit “haze reduction” und “black balance” bearbeiteten
Fluoreszenzaufnahmen wurden vom RGB- ins 16-bit-Format konvertiert und
anschließend mithilfe des JACoP-Plugins der Manders’ Koeffizent M1 der Bilder
bestimmt (BOLTE et al. 2006). Für jeden Quadranten wurde separat die Überlappung
der Pixel bei den Kombinationen GM1 + TLR1, GM1 + TLR2 und GM1 + TLR6
berechnet. Der resultierende Manders’ Koeffizient M1 gab dabei den Anteil an Pixeln
des TLR-Bildes an, die die Pixel des GM1-Bildes überlagerten.
3.2.5 Statistik
Die Daten sind jeweils als Mittelwerte ± Standardabweichung angegeben. Bei der
Analyse der massenspektrometrischen Daten unsupplementierter und unstimulierter
RAW264.7 wurde ein ungepaarter t-Test mit Korrektur nach Welch durchgeführt. Die
statistische Auswertung aller anderen photometrischen, massenspektrometrischen und
fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen wurden mittels einfaktorieller
Varianzanalyse mit anschließender Holm-Sidak-Korrektur ausgewertet. Die Zahl der
biologischen Replikate bei der massenspektrometrischen Analyse betrug N=4 (PC, PE,
Cer, SM) beziehungsweise N=3 (PS, SM/PC-Verhältnis). Bei der Bestimmung des
Cholesterol- und Proteingehalts wurde ebenfalls ein N=4 verwendet. Bei den
fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen lag die Anzahl der Replikate bei N=4
(TLR1 und TLR6) beziehungsweise bei N=8 (TLR2) und die Zahl der technischen
Replikate bei n=4. Die gesamte statistische Analyse wurde mittels des Programms
GraphPad Prism 6 durchgeführt. In allen Fällen wurde die Irrtumswahrscheinlichkeit
p<0,05 als Maß für statistische Signifikanz genutzt.
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4 Ergebnisse
4.1 Analyse der Membranfraktionen
4.1.1 Bestimmung des Cholesterol- und Proteingehalts isolierter
Membranfraktionen
Wichtige Bestandteile der Membran neben den Phospholipiden sind Cholesterol sowie
die Membranproteine. Daher wurden die Auswirkungen einer PUFA-Supplementierung
auf den Cholesterol- und Proteingehalt von Lipid raft- und Non-raft-Membranfraktionen
ermittelt. In den isolierten Lipid raft-Fraktionen konnte weder Cholesterol noch Protein
nachgewiesen werden. In den Non-raft-Fraktionen war hingegen sowohl Cholesterol
als auch Protein detektierbar (Abb. 6). Bei unsupplementierten Zellen betrug der
Cholesterolgehalt 11,08 µmol/l und der Proteingehalt 9,4 µg/ml (Abb. 6). Die
Supplementierung der Zellen mit PUFA erbrachte keine signifikanten Unterschiede im
Cholesterol- oder Proteingehalt (Abb. 6). Allerdings waren sowohl für Cholesterol als
auch für Protein tendenzielle Veränderungen sichtbar (Abb. 6). So verringerte die
Zugabe von LNA und LA den Cholesterolgehalt der Non-rafts auf 5,48 µmol/l
beziehungsweise 7,39 µmol/l (Abb. 6). Der Proteingehalt wurde hingegen durch DHA-
Supplementierung auf einen Wert von 16,3 µg/ml gesteigert (Abb. 6).
Abb. 6: Cholesterol- und Proteingehalt in Non-rafts von RAW264.7. Ermittelter
Cholesterolgehalt [µmol/l] und Proteingehalt [µg/ml] in Detergenzien-frei isolierten Non-
raft-Membranfraktionen von RAW264.7-Makrophagen in Abhängigkeit einer PUFA-
Supplementierung. Die Daten sind als Mittelwerte ± Standardabweichung angeben
(N=4).
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4.1.2 Lipid-Zusammensetzung von RAW264.7-Membranmikrodomänen unter
Kontrollbedingungen
Zunächst wurde die Zusammensetzung der Lipid raft- und Non-raft-Membranfraktionen
der unter Kontrollbedingungen kultivierten RAW264.7 miteinander verglichen. Hierzu
wurden die in den Fraktionen vorhandenen Lipidklassen identifiziert und deren
Konzentration bestimmt. In den Lipid rafts konnten alle bedeutenden PC-, Cer- und
SM-Spezies detektiert werden (Tab. 9). In den Non-rafts wurden darüber hinaus einige
PE- und PS-Spezies festgestellt (Tab. 9). PI-Spezies waren dagegen weder in den
Lipid rafts noch in den Non-rafts der RAW264.7 nach zu weisen (Tab. 9).
Tabelle 9: Lipid-Klassen in Lipid rafts und Non-rafts von RAW264.7.
Lipid rafts nachweisbar: PC, Cer, SM
nicht nachweisbar: PE, PS, PI
Non-rafts nachweisbar: PC, Cer, SM, PE, PS
nicht nachweisbar: PI
Die häufigsten PC-Spezies waren PC30:0 mit 7,5 mol% in den Lipid rafts und 11,2
mol% in den Non-rafts, PC32:1 mit 26,1 mol% in den Lipid rafts und 31,9 mol% in den
Non-rafts sowie PC34:2 mit 14,9 mol% in den Lipid rafts und 20,0 mol% in den Non-
rafts. Alle anderen nachweisbaren PC-Spezies erreichten eine Quote ≤ 5 mol%. Die
höchsten Anteile an Cer-Spezies wurden von Cer16:0 (23,0 mol% in den Lipid rafts
und 54,4 mol% in den Non-rafts) und Cer24:1 (27,2 mol% in den Lipid rafts, 17,3 mol%
in den Non-rafts) erzielt. Zudem war in den Lipid rafts Cer18:0 mit 13,6 mol% in
verhältnismäßig hohen Mengen detektierbar. In den Non-rafts war diese Spezies
hingegen nur in Mengen von 6,7 mol% zu finden. Die weiteren Cer-Spezies zeigten
sich mit ungefähr 5 mol% in den Lipid rafts, während in den Non-rafts nur selten ein
Anteil von 5 mol% erreicht wurde. Die häufigste SM-Spezies war SM16:0 mit 59 (Lipid
rafts) bzw. 87 (Non-rafts) mol%. Es folgte SM24:0, welches in den Lipid rafts 16,6
mol% und in den Non-rafts 6,6 mol% erreichte. SM24:1 und SM22:0 zeigten sich mit
9,6 mol% bzw. 6,4 mol% in den Lipid rafts. Die Anteile an SM24:1 und SM22:0 in den
Non-rafts waren hingegen mit 2,2 mol% und 0,4 mol% deutlich geringer. Weitere SM-
Spezies lagen unter 5 mol%; vor allem SM18:0 war kaum auffindbar (0,3 mol% in den
Non-rafts, nicht nachweisbar in den Lipid rafts). Neben PC-, Cer- und SM-Spezies
fanden sich in den Non-raft-Membrandomänen PE- und PS-Spezies. Innerhalb der PE-
Klasse waren die häufigsten Spezies PE36:2 (17,7 mol%), PE36:1 (7,4 mol%), PE34:1
(5,5 mol%) und PE34:2 (5,3 mol%). Innerhalb der PS-Klasse waren als dominierende
Spezies PS34:1 mit 24,4 mol%, PS36:1 mit 23,1 mol%, PS36:2 mit 12,1 mol%, PS40:7
mit 7,8 mol% und PS32:1 mit 7,4 mol% identifizierbar.
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Tabelle 10: Lipid-Spezies mit signifikant erhöhten Quantitäten in Lipid rafts im
Vergleich mit Non-rafts.
angereichert PC32:0, PC36:5, PC38:4, Cer20:0, SM24:0
abgereichert PC34:2, Cer16:0, SM16:0, PE34:2, PE36:2, PE36:3, PE38:4,
PE38:5, PE40:4, PE40:5, PE40:6, PS32:0, PS34:1, PS36:1,
PS40:4, PS40:5, PS40:6
Im Vergleich zur Non-raft-Fraktion waren die Lipid rafts signifikant angereichert mit
PC32:0, PC36:5, PC38:4, Cer20:0 und SM24:0 (Tab. 10). PC32:0 und PC36:5 waren
in den Lipid rafts ca. 3-fach, PC38:4 ca. 2-fach, Cer20:0 ca. 4-fach und SM24:0 ca. 2,5-
fach erhöht (Abb. 7). Eine Depletion in den Lipid rafts war hingegen für PC34:2,
Cer16:0 und SM16:0 sowie den in den Lipid rafts nicht nachweisbaren PE- und PS-
Spezies zu beobachten (Tab. 10). Dabei war in den Lipid rafts der Anteil von PC34:2
um ca. 25 %, der Anteil von Cer16:0 um ca. 60 % und der Anteil von SM16:0 um ca.
30 % vermindert (Abb. 7).
Abb. 7: Lipidzusammensetzung von Lipid rafts und Non-rafts von RAW264.7
unter Kontrollbedingungen. Ermittelter Gehalt [mol%] signifikant unterschiedlicher
Lipid-Spezies in Detergenzien-frei isolierten Lipid raft- und Non-raft-Membrandomänen
von RAW264.7 nach 72-stündiger Inkubation in Kontrollmedium (N=4, *p<0,05).
4.1.3 Einfluss einer PUFA-Supplementierung auf die Lipid-Zusammensetzung
membranärer Mikrodomänen von RAW264.7
In einem zweiten Schritt wurden die Lipid-Spezies identifiziert, die durch PUFA-
Supplementierung in Lipid rafts und in Non-rafts signifikant verändert wurden. Die
PUFA-Anreicherung der Membran hatte keine Auswirkung auf die Nachweisbarkeit der
Lipid-Familien in den beiden Membranfraktionen. Dies bedeutet, dass nach der Zugabe
der ungesättigten Fettsäuren die gleichen Familien detektierbar waren. Jedoch wurden
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die Anteile der meisten nachweisbaren Phospholipid-Klassen durch Zugabe von PUFA
beeinflusst (Tab. 11). Bei Cer und SM waren dabei lediglich tendenzielle Effekte
beobachtbar. Der Vergleich von Lipid rafts und Non-rafts zeigte, dass in beiden
Domänen die beeinflussten Phospholipide weitgehend übereinstimmten. Hingegen
wurden in den Lipid rafts 9 PC-Spezies nachgewiesen, deren Konzentration durch den
Einfluss der untersuchten PUFA verändert war (Tab. 11). In den Non-rafts zeigten
dieselben Phospholipid-Spezies PUFA-abhängige Veränderungen (Tab. 11). Bei den in
Non-rafts nachgewiesenen PE-Spezies wurden 10 durch PUFA-Supplementation
verändert, während sich 3 PS-Spezies durch die PUFA-Zugabe veränderten (Tab.11).
Hervorzuheben ist, dass von den 24 durch die PUFA signifikant veränderten
Phospholipid-Spezies 16 angereichert und 8 abgereichert wurden (Tab. 11).
Tabelle 11: PUFA-Einfluss auf die Verteilung von Phospholipid-Spezies in
RAW264.7.
Angereichert Abgereichert
Lipid rafts Non-rafts Lipid rafts Non-rafts
PC30:0 PC30:0 PC32:1 PC32:1
PC34:3 PC34:3 PC32:2 PC32:2















4.1.3.1 Einfluss einer PUFA-Supplementierung auf die Phosphatidylcholin-
Spezies
Die PUFA-bedingten Veränderungen in der PC-Klasse waren ähnlich für Lipid rafts und
Non-rafts. Signifikante Depletionen wurden unabhängig von der Art der
supplementierten Fettsäure in beiden Membrandomänen für PC32:1 und PC34:2
beobachtet (Abb. 8 u. 9). Einzig nach DHA-Anreicherung blieb PC32:1 unverändert
(Abb. 8). Des Weiteren bewirkte die Supplementierung der RAW264.7 mit EPA oder
AA eine signifikante Abreicherung von PC32:2 in beiden Membrandomänen (Abb. 8 u.
9). Signifikante Anreicherungen wurden in den Lipid rafts und Non-rafts für PC30:0,
PC36:4, PC36:5 und PC38:5 beobachtet (Abb. 8 u. 9). In beiden Fraktionen wurden
PC30:0 und PC38:5 durch LNA, EPA und AA beeinflusst (Abb. 8 u. 9). Hierbei führte
die Supplementierung mit den benannten Fettsäuren jeweils zu einer Erhöhung des
Gehalts von PC30:0 um das ca. 2-fache (Abb. 8 u. 9). Der Gehalt von PC38:5 wurde
durch LNA-Supplementierung um das ca. 3-fache (Lipid rafts) bzw. 4,5-fache (Non-
rafts) erhöht (Abb. 8). EPA reicherte diese Spezies in den Lipid rafts um das ca. 4-
fache und in den Non-rafts um das ca. 10-fache an (Abb. 8). AA bewirkte in den Lipid
rafts eine ca. 2,5-fache und in den Non-rafts eine ca. 3,5-fache Anreicherung (Abb. 9).
PC36:4 war ausschließlich durch die n6-PUFA LA und AA beeinflussbar (Abb. 9). In
den Lipid rafts bewirkte die Zugabe von LA einen signifikanten Anstieg von PC36:4 um
das ca. 2,5-fache und die Zugabe von AA einen signifikanten Anstieg um das ca. 3-
fache (Abb. 9). In den Non-rafts verursachten beide Fettsäuren eine signifikante
Anreicherung von PC36:4 um das ca. 4-fache (Abb. 9). Im Gegensatz dazu wurde die
PC36:5-Konzentration nur durch die n3-Fettsäuren LNA und EPA verändert (Abb. 8). In
den Lipid rafts zeigte sich eine ca. 3,5-fache Anreicherung von PC36:5 durch LNA
beziehungsweise eine ca. 3-fache Erhöhung durch EPA (Abb. 8). In den Non-rafts
stieg der Gehalt von PC36:5 in Folge einer LNA-Supplementierung um das ca. 10-
fache und nach einer EPA-Supplementierung um das ca. 13-fache (Abb. 8).
4.1.3.2 Einfluss einer PUFA-Supplementierung auf Ceramide und
Sphingomyeline
Bei den Cer-Spezies zeichnete sich in Folge einer PUFA- Supplementierung (mit
Ausnahme von DHA) nur eine tendenzielle Anreicherung von Cer16:0 in beiden
Membranfraktionen ab (Abb. 10 u. 11). Auch bei der SM-Familie konnten keine
signifikanten Effekte der PUFA-Supplementierung beobachtet werden (Abb. 10 u. 11).
Allerdings war das in den Lipid rafts unsupplementierter RAW264.7 nicht nachweisbare
SM18:0 nach Kultivierung mit LNA, DHA oder AA in dieser Membrandomäne
detektierbar (1 mol% nach LNA-, 0,6 mol% nach DHA- und 0,5 mol% nach AA-
Supplementierung). Bemerkenswert ist zudem die starke wenn auch nicht signifikante
Depletion von SM24:0 nach Zugabe von LNA und EPA in beiden Membrandomänen
(Abb. 10).
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Abb. 8: Phosphatidylcholin-Spezies (PC) in Lipid rafts und Non-rafts (n3).
Ermittelter Gehalt [mol%] von PC-Spezies in Detergenzien-frei isolierten Lipid raft- und
Non-raft-Membranfraktionen von RAW264.7-Makrophagen in Abhängigkeit einer n3
PUFA-Supplementierung (N=4, *p<0,05).
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Abb. 9: Phosphatidylcholin-Spezies (PC) in Lipid rafts und Non-rafts (n6).
Ermittelter Gehalt [mol%] von PC-Spezies in Detergenzien-frei isolierten Lipid raft- und
Non-raft-Membranfraktionen von RAW264.7-Makrophagen in Abhängigkeit einer n6
PUFA-Supplementierung (N=4, *p<0,05).
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Abb. 10: Ceramid-Spezies (Cer) und Sphingomyelin-Spezies (SM) in Lipid rafts
und Non-rafts (n3). Ermittelter Gehalt [mol%] von Cer- und SM-Spezies in
Detergenzien-frei isolierten Lipid raft- und Non-raft-Membranfraktionen von RAW264.7
in Abhängigkeit von n3 PUFA-Supplementierung (N=4, *p<0,05).
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Abb. 11: Ceramid-Spezies (Cer) und Sphingomyelin-Spezies (SM) in Lipid rafts
und Non-rafts (n6). Ermittelter Gehalt [mol%] von Cer- und SM-Spezies in
Detergenzien-frei isolierten Lipid raft- und Non-raft-Membranfraktionen von RAW264.7
in Abhängigkeit von n6 PUFA-Supplementierung (N=4, *p<0,05).
4.1.3.3 Einfluss einer PUFA-Supplementierung auf Phosphatidylethanolamin
und -serin
Da PE- und PS-Spezies ausschließlich in den Non-rafts nachweisbar waren, konnten
in diesen Phospholipid-Klassen PUFA-bedingte Veränderungen nur für diese
Membrandomäne ermittelt werden. Die Supplementierung der RAW264.7 mit EPA bzw.
AA ging mit einer signifikanten Depletion von PE34:2 um ca. 70 % und PE36:2 um ca.
60 % (EPA) beziehungsweise 65 % (AA) einher (Abb. 12 u 13). Zudem wurde PS34:1
durch Supplementierung von LNA beziehungsweise EPA um ca. 55 % vermindert (Abb.
12). Darüber hinaus wurde für mehrere PE- und PS-Spezies eine Anreicherung nach
PUFA-Zugabe beobachtet. Bei Supplementierung von LNA oder LA zeigte jeweils nur
eine PE-Spezies eine signifikante Anreicherung (PE38:5 bei LNA bzw. PE36:3 bei LA).
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Abb. 12: Phosphatidylethanolamin-Spezies (PE) und Phosphatidylserin-Spezies
(PS) in Non-rafts (n3). Ermittelter Gehalt [mol%] von PE- und PS-Spezies in
Detergenzien-frei isolierten Non-raft-Membranfraktionen von RAW264.7 in
Abhängigkeit von n3 PUFA-Supplementierung (PE: N=4, PS: N=3, *p<0,05).
Zugabe von EPA, DHA oder AA erhöhte hauptsächlich durch direkten Einbau die
relativen Konzentrationen von 2 - 3 hochgradig ungesättigten PE-Spezies (Abb. 12 u
13). Nur EPA und DHA waren in der Lage, den Anteil der mehrfach ungesättigten PS-
Spezies (PS40:5 bei EPA bzw. PS40:6 bei DHA) signifikant zu erhöhen.
37
Abb. 13: Phosphatidylethanolamin-Spezies (PE) und Phosphatidylserin-Spezies
(PS) in Non-rafts (n6). Ermittelter Gehalt [mol%] von PE- und PS-Spezies in
Detergenzien-frei isolierten Non-raft-Membranfraktionen von RAW264.7 in
Abhängigkeit von n6 PUFA-Supplementierung (PE: N=4, PS: N=3, *p<0,05).
4.1.3.4 Einfluss einer PUFA-Supplementierung auf das SM/PC Verhältnis
Beim Vergleich der relativen Gehalte von SM und PC von RAW264.7 im
Kontrollmedium zeigte sich, dass sowohl die Lipid rafts als auch die Non-rafts weniger
SM-Spezies als PC-Spezies enthielten; dies wurde durch ein SM/PC-Verhältnis von
0,5 in den Lipid rafts und von 0,7 in den Non-rafts deutlich (Abb. 11).
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Abb. 14: SM/PC-Verhältnis in Lipid rafts und Non-rafts. Verhältnis von SM zu PC in
Detergenzien-frei isolierten Lipid raft- und Non-raft-Membrandomänen von RAW264.7
Makrophagen in Abhängigkeit von einer PUFA-Supplementierung (N=3).
In Übereinstimmung hierzu wiesen auch die mit LNA, EPA oder LA supplementierten
RAW264.7 in den Lipid rafts ein geringeres SM/PC-Verhältnis als in den Non-rafts auf.
Nach EPA-Zugabe zeigten die Lipid rafts das niedrigste und in den Non-rafts das
höchste SM/PC-Verhältnis von allen supplementierten PUFA. Im Gegensatz dazu
bewirkte DHA eine Umkehrung dieses Verhältnisses (Abb. 14). Bei AA-
Supplementierung war diese Verschiebung mit einem SM/PC-Verhältnis von 0,9 in den
Lipid rafts und von 0,7 in den Non-rafts ebenfalls sichtbar (Abb. 14). In diesem
Zusammenhang ist hervorzuheben, dass EPA und DHA in höchst unterschiedlichem
Maße auf die Lokalisation von SM in den Mikrodomänen einwirkten. In DHA-
supplementierten Zellen waren SM-Spezies verstärkt in den Lipid rafts vorzufinden,
wohingegen in EPA-supplementierten Zellen SM-Spezies vorzugsweise in den Non-
rafts lokalisiert waren (Abb. 10).
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4.2 TLR1/2/6-Lokalisation in Membranmikrodomänen
Zur Detektion der Rezeptoren TLR1, TLR2 und TLR6 in den membranären
Mikrodomänen wurde die Ko-Lokalisation dieser Rezeptoren mit dem Lipid raft-Marker
GM1 fluoreszenzmikroskopisch untersucht und mittels des Manders’ Koeffizienten M1
quantifiziert. Der M1-Koeffizient ist ein Maß für die Überlappung zweier Bildpunkte und
kann Werte von 0 bis 1 annehmen. Hierbei entspricht ein M1-Koeffizient von 1 einer
maximalen Überlappung (und somit Ko-Lokalisation) von 100 %. Liegt keine
Überlappung bzw. Ko-Lokalisation der Bildpunkte vor, nimmt der M1-Koeffizient den
Wert 0 an (BOLTE et al. 2006).
4.2.1 TLR1/2/6-Lokalisation unter Kontrollbedingungen
Die Rezeptoren TLR1, TLR2 und TLR6 zeigten ein hohes Maß an Ko-Lokalisation mit
dem Lipid raft-Marker GM1. Die bei der fluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
unter Kontrollbedingungen ermittelten M1-Koeffizienten betrugen für TLR1 0,62, für
TLR2 0,45 und für TLR6 0,61 (Abb. 15, 16 u 17). Demzufolge sind TLR1 und TLR6
überwiegend und TLR2 ungefähr zur Hälfte in den Lipid raft-Membrandomänen
lokalisiert.
4.2.2 Einfluss einer Stimulation auf die TLR1/2/6-Lokalisation
Die Stimulation der RAW264.7 mit Liganden des TLR2-Signalweges hatte keinen
Einfluss auf die Membranlokalisation der Rezeptoren. Unabhängig von der Art des
verwendeten Stimulans (LTA, R. equi) wurde keine wesentliche Änderung der Ko-
Lokalisation von TLR1, TLR2 oder TLR6 mit dem Lipid raft-Marker GM1 beobachtet
(Abb. 15, 16 u 17). TLR1 zeigte nach Stimulierung mit LTA oder R. equi
(avirulent/virulent) M1-Koeffizienten im Bereich von 0,66 bis 0,77 (Abb. 15). Die M1-
Koeffizienten für TLR2 lagen in Gegenwart der Stimulanzien im Bereich von 0,46 bis
0,52. Für die Ko-Lokalisation von TLR6 mit GM1 wurden in Folge einer Stimulation M1-
Koeffizienten im Bereich von 0,65 bis 0,69 gemessen (Abb. 17).
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Abb. 15: Stimulationsabhängige Ko-Lokalisation von TLR1 mit dem Lipid raft-
Marker GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-Koeffizienten
von TLR1 (grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von einer Stimulierung
mit LTA oder lebenden R. equi. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in
den repräsentativen Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. (N=4, n=4).
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Abb. 16: Stimulationsabhängige Ko-Lokalisation von TLR2 mit dem Lipid raft-
Marker GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-Koeffizienten
von TLR2 (grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von einer Stimulierung
mit LTA oder lebenden R. equi. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in
den repräsentativen Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. (N=8, n=4).
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Abb. 17: Stimulationsabhängige Ko-Lokalisation von TLR6 mit dem Lipid raft-
Marker GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-Koeffizienten
von TLR1 (grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von einer Stimulierung
mit LTA oder lebenden R. equi. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in
den repräsentativen Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. (N=4, n=4).
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4.2.3 Einfluss von PUFA-Supplementierung auf die TLR1/2/6-Lokalisation
Die Folgen einer PUFA-Supplementierung der RAW264.7 auf die Lokalisation der
Rezeptoren TLR1, TLR2 und TLR6 wurde sowohl bei unstimulierten als auch bei
stimulierten Zellen untersucht.
In Abwesenheit eines Stimulans lag der M1-Koeffizient für TLR1 nach DHA-
Supplementierung bei 0,69 und nach AA-Supplementierung bei 0,70 (Abb. 18). Für
TLR2 betrug der M1-Koeffizient nach Anreicherung mit DHA oder AA 0,55
beziehungsweise 0,44 (Abb. 19). Für TLR6 wurde ein M1-Koeffizient von 0,69 nach
Gabe von DHA und von 0,73 nach Gabe von AA bestimmt (Abb. 20). Die Anreicherung
der Membran mit ungesättigten Fettsäuren hatte demnach keinen Effekt auf die
membranäre Lokalisation der Rezeptoren TLR1, TLR2 und TLR6.
Abb. 18: PUFA-abhängige Ko-Lokalisation von TLR1 mit dem Lipid raft-Marker
GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-Koeffizienten von TLR1
(grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von einer Supplementierung mit
PUFA. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in den repräsentativen
Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm (N=4, n=4).
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Abb. 19: PUFA-abhängige Ko-Lokalisation von TLR2 mit dem Lipid raft-Marker
GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-Koeffizienten von TLR2
(grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von einer Supplementierung mit
PUFA. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in den repräsentativen
Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. (N=8, n=4).
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Abb. 20: PUFA-abhängige Ko-Lokalisation von TLR6 mit dem Lipid raft-Marker
GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-Koeffizienten von TLR1
(grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von einer Supplementierung mit
PUFA. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in den repräsentativen
Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm (N=4, n=4).
Analog zu den bereits beschrieben Beobachtungen zeigte sich auch bei der PUFA-
Supplementierung und anschließender Stimulation eine hohe Stabilität in der
membranären Rezeptor-Lokalisation. In Folge einer Stimulation mit LTA oder R. equi
(avirulent/virulent) wurden für TLR1 in DHA-supplementierten Zellen M1-Koeffizienten
im Bereich von 0,69 bis 0,75 und in AA-supplementierten Zellen im Bereich von 0,64
bis 0,81 ermittelt (Abb. 21). Für TLR2 erreichten die M1-Koeffizienten nach Zugabe von
DHA beziehungsweise AA und Stimulation mit LTA, avirulentem oder virulentem R.
equi Werte zwischen 0,37 und 0,49 beziehungsweise zwischen 0,47 und 0,55 (Abb.
22). Für TLR6 lagen die M1-Koeffizienten bei Stimulation DHA-supplementierter
Makrophagen zwischen 0,63 und 0,73 und bei Stimulation AA-supplementierter
Makrophagen zwischen 0,69 und 0,92 (Abb. 23). Somit fanden sich keine signifikanten
Unterschiede zwischen den Manders‘ Koeffizienten verschiedenartig supplementierter
RAW264.7.
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Abb. 21: PUFA- und stimulationsabhängige Ko-Lokalisation von TLR1 mit dem
Lipid raft-Marker GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-
Koeffizienten von TLR1 (grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von
einer Supplementierung mit PUFA und nachfolgender Stimulation mit LTA oder
lebenden R. equi. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in den
repräsentativen Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. Die unterbrochene Linie
gibt die M1-Koeffizienten für unsupplementierte und unstimulierte RAW264.7 an. (N=4,
n=4).
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Abb. 22: PUFA- und stimulationsabhängige Ko-Lokalisation von TLR2 mit dem
Lipid raft-Marker GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-
Koeffizienten von TLR2 (grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von
einer Supplementierung mit PUFA und nachfolgender Stimulation mit LTA oder
lebenden R. equi. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in den
repräsentativen Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. Die unterbrochene Linie
gibt die M1-Koeffizienten für unsupplementierte und unstimulierte RAW264.7 an. (N=8,
n=4).
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Abb. 23: PUFA- und stimulationsabhängige Ko-Lokalisation von TLR6 mit dem
Lipid raft-Marker GM1. Immunfluoreszenzmikroskopische Bestimmung des M1-
Koeffizienten von TLR6 (grün markiert) mit GM1 (rot markiert) in Abhängigkeit von
einer Supplementierung mit PUFA und nachfolgender Stimulation mit LTA oder
lebenden R. equi. Gelb gefärbte Bereiche zeigen Ko-Lokalisation. Der in den
repräsentativen Bildern eingefügte Maßstab entspricht 10 µm. Die unterbrochene Linie




Die Makrophagen sind ein elementarer Bestandteil der angeborenen Immunantwort,
die eine Vielzahl von Aufgaben zum Schutz des Organismus vor Pathogenen
übernehmen. So produzieren sie als pro-inflammatorische M1-Makrophagen reaktive
Sauerstoff- und Stickstoffspezies und Zytokine bzw. tragen als anti-inflammatorische
M2-Makrophagen Zelldebris ab und dienen der Reparatur beschädigter Gewebe. Die in
dieser Arbeit verwendete Makrophagen-Zelllinie RAW264.7 wird häufig in der
medizinischen Forschung genutzt. Ein Grund dafür ist, dass die RAW264.7 über die
gesamte Zeit ihrer Kultivierung eine Vielzahl von Makrophagen-charakteristischen
Eigenschaften beibehalten, die für die Immunabwehr in vivo von elementarer
Bedeutung sind. So exprimieren sie beispielsweise Zytokine, wie TNF-α und IL-10,
betreiben oxidativen Burst und phagozytieren Pathogene (ADOLPH et al. 2012a;
SCHOENIGER et al. 2011). Daneben bilden sie Toll-like Rezeptoren aus, die die
Grundlage für die immunologische Signalkaskade bilden und im Hinblick auf die
Auswirkungen einer PUFA-Supplementierung in dieser Arbeit untersucht wurden. In
der vorliegenden Dissertation wurden die RAW264.7 mit PUFA in einer Konzentration
von 15 µM behandelt. Dies entspricht einer durch alimentäre PUFA-Supplementierung
beim Menschen erreichbaren Konzentration im Plasma (CORSETTO et al. 2012;
WELCH et al. 2010). Frühere Untersuchungen belegen, dass die Supplementierung
von RAW264.7 mit mehrfach ungesättigten Fettsäuren mit einem Einbau dieser
Fettsäuren in die Zellmembran einhergeht (SCHUMANN et al. 2011). Der Umbau der
Zellmembran ist hierbei nach einem Zeitraum von 72 h abgeschlossen (SCHUMANN et
al. 2010). Aus diesem Grund wurden die bei dieser Arbeit untersuchten Makrophagen
für 72 h mit den mehrfach ungesättigten Fettsäuren behandelt.
5.1 Die immunmodulatorischen Effekte von PUFA
Mehrfach ungesättigten Fettsäuren wird seit Langem eine positive Wirkung auf die
Gesundheit zugesprochen. Hierbei stehen vor allem die n3-Fettsäuren im Zentrum der
Aufmerksamkeit. Tatsächlich sind eine Vielzahl an Effekten von PUFA der n3- und der
n6-Familie auf die humane und animale Physiologie beschrieben (DYALL et al. 2008;
MONTEIRO et al. 2014; SERHAN 2017). Speziell die Beeinflussung der
Immunfunktionen durch PUFA ist seit vielen Jahren Gegenstand intensiver Forschung.
Vorarbeiten der Arbeitsgruppe zeigen, dass PUFA Einfluss auf die Synthese pro-
inflammatorischer Zytokine, den oxidativen Burst sowie die Phagozytoseleistung der
RAW264.7 nehmen (WALLOSCHKE et al. 2010; SCHOENIGER et al. 2011; ADOLPH
et al. 2012a; ADOLPH et al. 2012b). Die den immunmodulatorischen Effekten der
PUFA zugrunde liegenden Mechanismen sind allerdings bislang nicht vollständig
aufgeklärt. Ein wichtiges Wirkprinzip könnte die bereits erwähnte Integration der
Fettsäuren in die Zellmembran der Makrophagen sein. Der Einbau mehrfach
ungesättigter Fettsäuren in die Zellmembran wirkt sich u.a. auf die Phospholipase A2
(PLA2) aus. PUFA, die durch PLA2 abgespalten wurden, dienen als Vorläufer für
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Lipidmediatoren (Eikosanoide, Resolvine), die das Zellwachstum, die Differenzierung,
den Zelltonus, Adhäsion und inflammatorische Prozesse modulieren (STABLES et al.
2011). Da die Affinität der PLA2 für die verschiedenen Phospholipide variiert, ist die
PUFA-Verfügbarkeit für die Synthese von Eikosanoiden und Resolvinen von der
molekularen Spezies-Komposition der Membran abhängig (HAIMI et al. 2010;
BATCHU et al. 2015; BATCHU et al. 2016). Somit hat jede der verschiedenen
Membran-Lipid-Spezies, die mit der modernen Massenspektrometrie detektierbar ist,
eine eigene chemische und biologische Aktivität. Zusätzlich zur Beeinflussung des
Pools an Lipidvorläufern der gesamten Membran modulieren PUFA auch die laterale
Organisation von Membranen sowie die Größe und die Zusammensetzung
dynamischer Membrandomänen (Lipid rafts). Es wird angenommen, dass Lipide mit
hochgradig ungesättigten Azylketten mit den Lipiden der Lipid rafts (Cholesterol,
gesättigte Phospholipide oder Sphingolipide) sterisch inkompatibel sind (WASSALL et
al. 2009). Ferner gibt es Hinweise darauf, dass durch die Aufnahme mehrfach
ungesättigter Lipide in die Lipid rafts die Struktur der Membrandomänen gestört wird
(MA et al. 2004; FAN et al. 2004; FAN et al. 2003; TURK et al. 2013). Dies kann
wiederum Einfluss auf die Lokalisation und Funktion der Proteine in diesen
Mikrodomänen haben (TURK et al. 2013). Die Beeinflussbarkeit der Lipid- und
Proteinstruktur von Lipid rafts und Non-rafts durch PUFA konnte in
gaschromatographischen Untersuchungen der Arbeitsgruppe an den in dieser Arbeit
verwendeten RAW264.7 nachgewiesen werden (SCHUMANN et al. 2011). Allerdings
blieb bislang die Frage offen, welche Auswirkungen eine PUFA-Supplementierung auf
die Phospholipid-Verteilung in den beiden Membranbereichen hat. Dieser Frage wurde
in der vorliegenden Arbeit mithilfe massenspektrometrischer Analysen nachgegangen.
5.2 Inkorporation der supplementierten PUFA in Lipid rafts und Non-rafts
Die erhaltenen massenspektrometrischen Daten belegen zusammen mit den früheren
gaschromatographischen Ergebnissen der Arbeitsgruppe (SCHUMANN et al. 2011) die
Inkorporation der supplementierten PUFA, wie auch ihrer Elongations- und
Desaturierungsprodukte in die Lipid raft- als auch die Non-raft-Bereiche der Membran.
Beispiele dafür sind die signifikante Anreicherung von AA-haltigem PC36:4 sowohl in
den Lipid rafts als auch in den Non-rafts nach LA- oder AA-Supplementierung und die
Anreicherung des EPA-haltigen PC36:5 nach LNA- oder EPA-Zugabe. Eine
bemerkenswerte Erkenntnis der hier vorgestellten massenspektrometrischen
Untersuchung beider Membranfraktionen ist, dass das Phospholipidmuster sowohl von
Lipid rafts als auch von Non-rafts von den supplementierten PUFA beeinflusst wird.
Dies unterstützt die Annahme, dass nach der Supplementierung von n3- und n6-PUFA
die hochgradig ungesättigten Phospholipide tatsächlich in die Lipid rafts eindringen,
deren Lipidzusammensetzung verändern und wahrscheinlich eine Verlagerung eines
Teils der Lipid raft-Proteine bewirken.
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In der vorliegenden Arbeit wurde die wichtige Frage untersucht, ob verschiedene PUFA
unterschiedliche Effekte auf die Lipidzusammensetzung der Membran haben. Es zeigt
sich, dass sich die molekularen Speziesprofile je nach Art der supplementierten PUFA
unterscheiden. Interessanterweise bewirkt EPA tiefgreifendere Veränderungen des
Phospholipidmusters der Membrandomänen als DHA. Auch bei den n6-Fettsäuren
waren die Folgen einer Supplementierung auf das Speziesprofil der membranären
Phospholipide je nach Art der verwendeten PUFA unterschiedlich ausgeprägt.
Während LA nur wenig Einfluss zu haben schien, bewirkte AA große Änderungen in
der Phospholipid-Zusammensetzung der Lipid rafts wie auch der Non-rafts. Es zeigte
sich, dass Spezies, die die supplementierte PUFA oder eines ihrer
Verlängerungsprodukte beinhalteten, angereichert wurden. Spezies mit anderer
Zusammensetzung wurden hingegen abgereichert. Es ist auffällig, dass DHA im
Vergleich zu anderen getesteten PUFA nur wenige und spezifische Modifikationen
bewirkte. Im Gegensatz dazu bewirkte EPA tiefgreifende Veränderungen bei einer
Vielzahl der vorhandenen Phospholipid-Spezies. Diese Differenzen sind
möglicherweise der Grund für die in den vorangegangenen Studien der Arbeitsgruppe
beobachteten teilweise unterschiedlichen Effekte verschiedener PUFA auf das
funktionelle Verhalten der RAW264.7 (ADOLPH et al. 2012a; ADOLPH et al. 2012b;
SCHOENIGER et al. 2011).
5.2.1 Inkorporation der supplementierten PUFA in Phosphatidylcholine
Bei den Phosphatidylcholinen der Lipid rafts und Non-rafts wurde DHA hauptsächlich in
PC38:6 (wahrscheinlich 16:0/22:6) eingebaut, während EPA die relativen Anteile
mehrerer Spezies, wie PC36:5 (wahrscheinlich 16:0/20:5), PC38:5 (wahrscheinlich
16:0/22:5), PC38:6 (wahrscheinlich 16:0/22:6) und PC40:6 (wahrscheinlich 18:0/22:6)
erhöhte. Das in den benannten Phospholipiden eingebaute EPA kann von Gruppe IV A
PLA2 gespalten werden (HRYCAY et al. 2015). Hieraus resultiert möglicherweise eine
verstärkte Produktion des wenig inflammatorischen Mediators PGE3 anstelle des AA-
stämmigen pro-inflammatorischen PGE2 (BAGGA et al. 2003). Die Supplementierung
mit AA bewirkte annähernd eine Verdreifachung des Anteils der AA-enthaltenden
Spezies PC36:4 (wahrscheinlich 16:0/20:4) in den Lipid raft- und Non-raft-
Mikrodomänen der RAW264.7. Die Phospholipase A2 bevorzugt AA-haltige
Phosphatidylcholine, als Substrat (HANEL et al. 1993; DIEZ et al. 1994). Daher wird
die Produktion von PGE2 und anderen pro-inflammatorisch wirkenden Serie-2
Eikosanoiden sehr wahrscheinlich in Folge einer AA-Supplementierung gefördert
(SERHAN et al. 2011; WILLIAMS 1979). Dies ist vor allem möglich, wenn die
Membrangehalte an n3-Fettsäuren als Vorläufer für die anti-inflammatorisch wirkenden
Lipidmediatoren, wie z.B. Resolvine, gering sind (MILES et al. 1998; SERHAN et al.
2011). Die Zunahme der mehrfach ungesättigten Lipid-Spezies findet auf Kosten der
Lipid-Spezies statt, bei denen eine oder beide Azylketten einfach ungesättigt sind. Dies
beruht auf der Fähigkeit der mehrfach ungesättigten Fettsäuren, die Δ9-Desaturase-
basierte Synthese von gesättigten zu einfach ungesättigten Fettsäuren zu blockieren,
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was als Mechanismus zur Regulierung der Membranfluidität dient (NTAMBI 1999). So
kommt es durch die PUFA-Supplementierung zu einer Abnahme der einfach
ungesättigten Ölsäure, was auch bereits durch SCHUMANN et al. 2011 gezeigt wurde.
Zudem ist auffällig, dass die Veränderungen in den PC-Spezies durch C18-Vorläufer
der n3- und n6-Fettsäurefamilien, d.h. LNA und LA, verglichen mit den längerkettigen
und stärker ungesättigten PUFA gering ausfallen. Dies legt nahe, dass der
Metabolismus der C18-Vorläufer der n3- und n6-PUFA in den RAW264.7 weniger
effizient ist als bei anderen PUFA. Folglich hat die Wahl des PUFA-Supplements einen
großen Einfluss auf die resultierende Fettsäurezusammensetzung der Zelle.
5.2.2 Inkorporation der supplementierten PUFA in Sphingomyeline
Die Untersuchung der Sphingolipide PUFA-supplementierter RAW264.7 ergab
deutliche Unterschiede zwischen den beiden Membrandomänen. Cer und SM mit
längeren Azylketten (ab C20-Fettsäuren) wurden vorrangig in die Lipid rafts
aufgenommen. Hintergrund ist, dass diese Membrandomänen im Verhältnis zu den
Non-raft-Domänen einen größeren Durchmesser besitzen. Konsequenterweise wurden
Cer und SM mit kürzeren Azylketten (bis C18-Fettsäuren) primär in den Non-rafts
nachgewiesen. Interessanterweise bewirkte EPA die größte Umverteilung von SM
zwischen den beiden Membrandomänen und führte gleichzeitig eine große
Veränderung der Zusammensetzung der Ceramide in den Lipid rafts herbei. So
verdoppelte sich in den Lipid rafts der Gehalt an Cer16:0 durch die Zugabe von EPA,
wohingegen die Supplementierung mit DHA kaum eine Veränderung von Cer bewirkte.
Da Cer das Zwischenprodukt bei der Synthese aller Sphingolipide darstellt, weisen
diese Ergebnisse auf eine Umstrukturierung in der Gesamtheit der Membran-
Sphingolipide durch EPA hin.
5.2.3 Inkorporation der supplementierten PUFA in Phosphatidylethanolamine
und -serine
PE- und PS-Spezies wurden nur in den Non-raft-Fraktionen zuverlässig nachgewiesen.
Die Anreicherung mit PUFA war bei PE und PS stärker ausgeprägt als bei PC. Aus
diesem Grund war der Gehalt an mehrfach ungesättigten Fettsäuren in diesen beiden
Phospholipidklassen relativ zu dem von PC erhöht (ROBICHAUD et al. 2015;
YAMASHITA et al. 2014). Wie auch bei PC war die Modulation vor allem der PE-Profile
mit den C18-Vorläufern weniger effektiv als mit den längeren und höher ungesättigten
Fettsäuren. Bemerkenswerterweise waren die durch EPA- bzw. DHA-
Supplementierung bewirkten Veränderungen mehrheitlich in unterschiedlichen Spezies
zu finden. In PS erhöhte DHA ausschließlich die Spezies 40:6 signifikant, wohingegen
EPA zu Lasten der einfach ungesättigten Fettsäuren eine Erhöhung der Spezies 40:5
bewirkte. LA-Supplementierung führte hingegen nur zu einem geringfügigen Umbau
von PE und PS, wobei DHA in beiden Phospholipidklassen eingebaut wurde. Eine
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mögliche Erklärung für den Einfluss der PUFA auf die Immunreaktion von
Makrophagen ergibt sich u.a. auch aus der Tatsache, dass die supplementierten
Fettsäuren vorrangig in PE- und PS-Spezies des inneren Membranblattes angereichert
werden. Dies führt über die Aktivierung von Proteinkinasen zur Beeinflussung zellulärer
Signalkaskaden (GIORGIONE et al. 1995; AIRES et al. 2007). Ferner nutzen
Phospholipasen, wie die zytosolische Gruppe IV F PLA2, bevorzugt PE als Substrat
(OHTO et al. 2005). Die im Rahmen einer PUFA-Supplementierung veränderte
Lipidzusammensetzung von PE hat daher auch großen Einfluss auf die Synthese von
Lipidmediatoren.
5.2.4 Verschiebung der relativen Anteile der Phospholipidklassen
Wichtig ist, dass nicht nur das Speziesprofil innerhalb der Phospholipidklassen,
sondern auch der relative Anteil der verschiedenen Lipid-Klassen zueinander durch die
PUFA-Supplementierung beeinflusst wurde. Die absoluten Gehalte von PC und SM
konnten sowohl in Lipid rafts als auch in den Non-rafts zuverlässig bestimmt werden.
Dies ermöglichte einen Vergleich der SM/PC-Verhältnisse vor und nach PUFA-Zugabe
in den Membrandomänen. Unbehandelte RAW264.7 bzw. mit LNA oder LA
supplementierte Makrophagen wiesen in den Non-rafts im Verhältnis zu PC leicht
erhöhte SM-Anteile auf. Supplementierung mit EPA verstärkte diesen Effekt deutlich,
wohingegen bei DHA bzw. AA eine Abnahme des SM-Gehalts im Vergleich zu PC in
den Non-rafts zu beobachten war. Die Supplementierung von RAW264.7 mit
physiologisch relevanten Mengen mehrfach ungesättigter Fettsäuren bewirkte
demzufolge in Abhängigkeit von der Art der zugeführten Fettsäuren tiefgreifende
Veränderungen des Lipid-Profils der Membrandomänen. Vor allem die Elongation und
Desaturierung von LNA zu EPA und LA zu AA wurde durch die PUFA-Zugabe effektiv
stimuliert.
Dies ist die erste massenspektrometrische Charakterisierung von Phospho- und
Sphingolipiden in Lipid rafts und Non-rafts von Makrophagen, die systematisch die
Effekte verschiedener n3- und n6-PUFA auf die Membranarchitektur vergleicht. Die
Erkenntnisse wurden in Zusammenarbeit mit der Arbeitsgruppe von Reijo Käkela aus
der Lipidomics Unit der Universität Helsinki Anfang 2018 im Artikel „Lipid composition
of membrane microdomains isolated detergent-free from PUFA supplemented
RAW264.7 macrophages“ im Journal of Cellular Physiology veröffentlicht. Es zeigt sich,
dass die C18-Fettsäuren LNA und LA die geringsten Auswirkungen auf die
Membranlipide haben. Ferner verursachte EPA stärkere Umstrukturierungen als DHA
oder AA. In Folge der Anhebung des Gehaltes hochgradig ungesättigter Lipide in den
Lipid rafts kam es zudem zu einer Umlagerung von sterisch inkompatiblen Lipiden und
Proteinen in die Non-raft-Domänen. Dies war vor allem anhand von SM nach EPA-
Supplementierung sichtbar. Dass dieser Effekt besonders deutlich nach EPA-Zugabe
beobachtet werden konnte, war unerwartet. Diese Entdeckung rechtfertigt weitere
systematische Studien, um die strukturellen und funktionellen Unterschiede besser zu
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verstehen, die durch die Supplementierung von Makrophagen mit EPA oder DHA
auftreten. Des Weiteren sind diese Erkenntnisse wichtig, um in vivo-Experimente mit
Tieren und Menschen entwerfen zu können. Eine genaue Untersuchung der Effekte
von EPA und DHA, sowohl einzeln als auch zusammen appliziert, ist vor allem wichtig,
da diese beiden Fettsäuren zu unterschiedlichen Anteilen in den weit verbreiteten
kommerziellen Fischöl-Präparaten enthalten sind. Wenn bei Verwendung dieser Öle
keine Rücksicht auf die unterschiedlichen Effekte der PUFA auf Membranstruktur und -
funktion genommen werden, kann es durchaus zu unerwünschten Wirkungen kommen.
5.3 Einfluss der PUFA auf funktionelle Eigenschaften von Makrophagen
Die vorliegende Arbeit zeigt, dass ungesättigte Fettsäuren nach Supplementierung in
die Membranlipide eingebaut werden. Einige Phospholipidklassen werden dadurch im
Verhältnis zu anderen stärker angereichert bzw. abgereichert, wodurch es zu einer
Veränderung des Phospholipidmusters in der Membran kommt. Es liegt nahe, dass
diese Veränderungen die funktionellen Eigenschaften der Makrophagen beeinflussen
können. Hiermit übereinstimmend wurden in Voruntersuchungen der Arbeitsgruppe
gesteigerte Phagozytoseraten PUFA-supplementierter RAW264.7 beobachtet
(ADOLPH et al. 2012a). Zudem wurde durch PUFA-Zugabe die intrazelluläre
Produktion der mikrobizid wirkenden ROS/RNS beeinflusst. PUFA-Anreicherung
bewirkte in unstimulierten Zellen eine erhöhte Produktion dieser Radikale, wohingegen
in stimulierten Zellen eine verminderte ROS/RNS-Synthese auftrat (ADOLPH et al.
2012b). Die Produktion pro-inflammatorischer Zytokine, wie TNF-α und IL-6, wurde
nach Stimulation durch die PUFA-Supplementierung ebenfalls vermindert, wobei die
Zugabe der n3-PUFA DHA das anti-inflammatorisch wirkende IL-10 ansteigen ließ
(SCHOENIGER et al. 2011). Diese Erkenntnisse der funktionellen Studien lassen
darauf schließen, dass eine PUFA-Anreicherung der RAW264.7 die Differenzierung
der Makrophagen zum anti-inflammatorischen M2-Typ induziert. Die beschriebenen
funktionellen Veränderungen in Folge einer PUFA-Supplementierung sind sehr
wahrscheinlich durch die Aufnahme der ungesättigten Fettsäuren in die Lipid rafts und
das Verdrängen der mit diesen Fettsäuren inkompatiblen Lipide und Proteine aus den
Lipid rafts zu begründen. Die Auswirkungen der membranären Veränderungen auf
grundlegende Membran-vermittelte Immunreaktionen, wie zum Beispiel die
Pathogenerkennung via TLRs, sind bislang kaum untersucht. Für TLR4, einem der
wichtigsten PRR für die Erkennung gram-negativer Bakterien, ist bekannt, dass die
Aktivierung der Signaltransduktion in den Lipid rafts stattfindet, weshalb der TLR4 und
sein Ko-Rezeptor CD14 für eine erfolgreiche Induktion der Signalkaskade in diesem
Membranbereich lokalisiert sein müssen (TRIANTAFILOU et al. 2002). Der Effekt des
PUFA-Einbaus auf die Membrandomänen-Lokalisation und die Interaktion von TLR4
und CD14 wurde in einer Studie der Arbeitsgruppe untersucht (SCHOENIGER et al.
2016). Die Anreicherung der RAW264.7 mit PUFA hatte keine Auswirkungen auf die
Genexpression der für die Signalkaskade relevanten Rezeptoren und Mediatorproteine,
wirkte sich aber auf die membranäre Lokalisation der Rezeptoren aus. Die
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stimulationsinduzierte Rekrutierung von TLR4 und CD14 in die Lipid rafts wurde durch
PUFA-Supplementierung gehemmt, wodurch die TLR4-CD14-Komplexbildung
vermindert wurde. Dies belegt, dass die Lipidkomposition der Membran die zelluläre
Signaltransduktion und Aktivierung von Makrophagen durch gram-negative
Mikroorganismen beeinflussen.
TLR2 ist der wichtigsten PRRs zur Erkennung von gram-positiven Bakterien. Die
Bindung der Liganden führt zur Initiierung der TLR2-Signalkaskade, die - in Analogie
zur Wechselwirkung von TLR4 mit seinem Ko-Rezeptor CD14 - auf einer Interaktion
von TLR2 mit seinen Ko-Rezeptoren TLR1 bzw. TLR6 beruht. Die Beeinflussbarkeit
der Bildung des TLR2-Rezeptorkomplexes in der Membran durch mehrfach
ungesättigte Fettsäuren ist bisher nicht untersucht worden. Daher wurde in der
vorliegenden Arbeit die Ko-Lokalisation von TLR1, TLR2 und TLR6 mit dem Lipid raft-
Marker GM1 PUFA-supplementierter RAW264.7 in An- und Abwesenheit von TLR2-
Liganden analysiert.
5.3.1 Einfluss der PUFA-Supplementierung auf TLR-Lokalisation
Die fluoreszenzmikroskopische Untersuchung der TLR1/2/6-Ko-Lokalisation mit GM1
zeigte, dass im unstimulierten und unsupplementierten Zustand TLR1 und TLR6
überwiegend in den Lipid rafts lokalisiert sind, während TLR2 annähernd gleichmäßig
auf Lipid rafts und Non-rafts verteilt ist. Stimulation der RAW264.7 mit LTA oder
lebenden R. equi hatte keine Auswirkungen auf die Membrandomänen-Verteilung der
Rezeptoren. Dies steht in Übereinstimmung mit Beobachtungen von Ozinsky et al.,
dass TLR2 und seine Ko-Rezeptoren bereits im unstimulierten Zustand assoziiert
vorliegen (OZINSKY et al. 2000; JIN et al. 2007). In der wissenschaftlichen Literatur
liegt allerdings auch der entgegengesetzte Befund vor, wonach die Rezeptoren erst
nach Stimulation in den Lipid rafts zu finden sind (TRIANTAFILOU et al. 2004b;
TRIANTAFILOU et al. 2004a; TRIANTAFILOU et al. 2006).
Obwohl die Supplementierung mit mehrfach ungesättigten Fettsäuren die
Membranzusammensetzung der RAW264.7 nachhaltig beeinflusst, führte dies weder
bei unstimulierten Zellen noch in Gegenwart von TLR2-Liganden zu signifikanten
Veränderungen der Mikrodomänen-Lokalisation der Rezeptoren TLR1, TLR2 und
TLR6. Es zeigt sich demnach, dass weder Stimulation noch PUFA-Supplementierung,
oder die Kombination beider, Auswirkungen auf die Lokalisation der Rezeptoren hat.
Folglich können die funktionellen Effekte einer PUFA-Anreicherung auf die
Makrophagen-Aktivität als Antwort auf gram-positive Bakterien nicht auf eine gestörte
Ko-Lokalisation von TLR2 mit TLR1 oder TLR6 zurückgeführt werden. Hintergrund ist
möglicherweise die stimulationsunabhängige Assoziation von TLR1, TLR2 und TLR6
als Multimer-Komplex (OZINSKY et al. 2000). Zur Auslösung der Signalkaskade ist
daher lediglich die Annäherung der C-Termini der Rezeptoren, nicht aber eine
Rekrutierung in andere membranäre Mikrodomänen erforderlich (JIN et al. 2007).
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Die Anfang 2018 in PeerJ unter dem Titel „Lipid raft localization of TLR2 and its co-
receptors is independent of membrane lipid composition“ veröffentlichten Daten der
Arbeitsgruppe zeigen, dass die PUFA-Supplementierung der RAW264.7 keinen
Einfluss auf die mRNA- und Protein-Expression von TLR1, TLR2 und TLR6 hat. Die
funktionellen Folgen einer PUFA-Anreicherung der Makrophagen auf die Abwehr gram-
positiver Mikroorganismen sind daher nicht in der Beeinflussung der Rezeptordichte
begründet. Ein möglicher Angriffspunkt der PUFA im Zusammenhang mit der Reaktion
auf gram-positive Bakterien ist der Einfluss auf die Eikosanoidsynthese (verstärkte
Produktion der biologisch weniger potenten Serie-3 Eikosanoide, wie beispielsweise
PGE3 anstelle der stark pro-inflammatorischen Serie-2 Eikosanoide, wie PGE2)
(CALDER et al. 2002). Die beobachtete anti-inflammatorische Wirkung der PUFA kann
auch aus ihrer Eigenschaft als GPR120-Liganden (CALDER 2015) oder aus ihrer
Funktion als Vorläufer für die Resolvine resultieren. Diese Möglichkeiten gilt es nun in
weiterführenden Studien genauer zu untersuchen.
5.4 Schlussfolgerungen
In der vorliegenden Arbeit konnten die folgenden wesentlichen Erkenntnisse gewonnen
werden:
1. Die Verteilung der Phospho- und Sphingolipide unterscheidet sich grundsätzlich
zwischen Lipid raft- und den Non-raft-Membrandomänen der untersuchten RAW264.7-
Makrophagen.
2. Die Supplementierung von n3- und n6-PUFA führt zu einer Veränderung des
Lipidmusters sowohl in den Lipid rafts als auch in den Non-rafts. Dabei bewirkte EPA
die stärksten Modifikationen, gefolgt von DHA und AA. Veränderungen von PC waren
in beiden Membrandomänen zu finden, wohingegen Veränderungen von PE und PS
nur in den Non-rafts nachweisbar waren. Die Zugabe von DHA und AA (im Gegensatz
zu den weiteren getesteten PUFA LNA, EPA und LA) führte zu einer Anreicherung von
SM in den Lipid rafts.
3. Die Rezeptoren TLR1 und TLR6 sind bei RAW264.7 in den Lipid rafts lokalisiert. Der
Rezeptor TLR2 ist hingegen gleichmäßig auf beide Membrandomänen verteilt.
4. Die durch PUFA induzierten Veränderungen der Membran haben keinen Einfluss auf
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Einleitung: Mehrfach ungesättigte Fettsäuren (PUFA), haben eine
immunmodulatorische Wirkung, indem sie die Differenzierung von Makrophagen zum
anti-inflammatorischen M2-Typ (anstelle des pro-inflammatorischen M1-Typs) fördern.
Bei Supplementierung von Makrophagen mit PUFA werden diese in die Membran
eingebaut, wodurch Membranproteine, wie Rezeptoren, beeinflusst werden können.
Toll-like Rezeptoren (TLR), wie der TLR2, spielen bei der Immunreaktion der
Makrophagen eine elementare Rolle. Hierbei vermittelt der TLR2 zusammen mit seinen
Ko-Rezeptoren TLR1 oder TLR6 die Immunantwort auf gram-positive Bakterien,
dessen Signalkaskade nach Ligandenbindung in speziellen Membranbereichen, den
Lipid rafts, stattfindet.
Zielstellung: Nachdem die funktionellen Auswirkungen einer PUFA-Supplementierung
von Makrophagen bereits untersucht wurden, war das Ziel dieser Arbeit, die diesen
Auswirkungen zugrunde liegenden molekularen Veränderungen zu untersuchen. Dafür
wurde der Einfluss von PUFA in physiologisch applizierbaren Mengen auf das
Phospho- und Sphingolipidmuster der Lipid raft- und Non-raft-Membranbereiche von
Makrophagen massenspektrometrisch analysiert. Des Weiteren wurde ermittelt, ob die
Zugabe von PUFA Einfluss auf die Lokalisation der immunologisch bedeutsamen
Muster-Erkennungs-Rezeptoren TLR1, TLR2 und TLR6 haben, da ein solcher Effekt
bereits bei TLR4 und seinem Ko-Rezeptor, der Unterscheidungsgruppe 14 (CD14)
nachgewiesen werden konnte.
Material & Methoden: Die Makrophagen-Zelllinie RAW264.7 wurde mit ɑ-Linolensäure
(LNA), Eikosapentaensäure (EPA), Dokosahexaensäure (DHA), Linolsäure (LA) oder
Arachidonsäure (AA) in einer Konzentration von 15 µM für 72 h supplementiert.
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Anschließend wurden die Lipid rafts und Non-rafts Detergenzien-frei präpariert und
massenspektrometrisch untersucht. Die Analyse der erhaltenen Daten erfolgte mithilfe
der Programme Mass Hunter, SECD und LIMSA. Für die Untersuchung der
Membrandomänen-Lokalisation von TLR1, TLR2 und TLR6 nach PUFA-Zugabe
und/oder Stimulation wurden die RAW264.7 für 72 h mit 15 µM PUFA supplementiert
und für 24 h mit LTA, virulentem und avirulentem R. equi stimuliert. Es wurden
fluoreszenzmarkierte Antikörper, die für die verschiedenen TLRs und den Lipid raft-
Marker GM1 spezifisch waren, zugegeben. Nach fluoreszenzmikroskopischen
Aufnahmen der einzelnen TLRs und GM1 wurde als Maß für die Ko-Lokalisation der
Manders‘ Koeffizient 1 (M1) errechnet.
Ergebnisse: Die Supplementierung der PUFA führte sowohl in den Lipid rafts als auch
in den Non-rafts zu einer Veränderung des membranären Lipidmusters. Deutliche
Auswirkungen traten vor allem bei den längerkettigen und höher ungesättigten
Fettsäuren EPA, DHA und AA auf, wobei der stärkste Effekt bei EPA zu beobachten
war. Durch den erhöhten Gehalt an hoch ungesättigten Lipiden in den Lipid rafts
wurden wahrscheinlich sterisch inkompatible Lipide und Proteine durch ihre räumliche
Konkurrenz von dort verdrängt. Dies wurde bei Sphingomyelin deutlich, das nach EPA-
Zugabe vermehrt in Non-rafts statt in Lipid rafts zu finden war, wohingegen DHA und
AA zu einer Sphingomyelin-Zunahme in den Lipid rafts führte. Die Lokalisation der
TLRs wurde dagegen durch die PUFA-Zugabe nicht beeinflusst. Unabhängig von einer
PUFA-Zugabe oder der Anwesenheit eines Stimulans fanden sich TLR1 und TLR6
hauptsächlich in den Lipid rafts; TLR2 verteilte sich hälftig auf Lipid rafts und Non-rafts.
Schlussfolgerungen: Erstmalig wird mit dieser Arbeit der Einfluss von n3- und n6-
PUFA auf repräsentative Membrandomänen in immunologisch aktiven Zellen
massenspektrometrisch verglichen. Die erzielten Daten belegen, dass die PUFA-
Applikation mit Veränderungen in der Membranarchitektur einhergeht, die auch
immunmodulatorische Auswirkungen haben können. Die Lokalisation der
immunolgisch bedeutsamen Muster-Erkennungs-Rezeptoren TLR1, TLR2 und TLR6
sowie die Initiierung der TLR2-Signalkaskade sind hiervon allerdings nicht betroffen.
Die im Zusammenhang mit einer PUFA-Supplementierung beobachtete verminderte
inflammatorische Reaktion von Makrophagen auf gram-positive Bakterien ist daher mit
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Introduction: Polyunsaturated fatty acids are well known to have an immunmodulating
effect by promoting differentiation into anti-inflammatory M2 instead of pro-
inflammatory M1. Supplemented PUFA are incorporated into the membrane, whereby
they have an impact on membrane proteins, like receptors. Toll-like receptors (TLR),
like TLR2, play a vital role in immune reactions of macrophages. TLR2 in cooperation
with its co-receptors TLR1 or TLR6 mediates the immune response to gram positive
bacteria. The following signalling cascade after ligand binding takes place in special
membrane areas, the lipid rafts.
Objective: Since functional effects of supplementing macrophages with PUFA has
already been investigated, this work aimed to examine the molecular changes that
underlie these effects. Therefore the influence of physiologically applicable amounts of
PUFA on phospho- and sphingolipid pattern of lipid rafts and non-rafts in macrophages
was analysed by mass spectrometry. A further aim was to determine if application of
PUFA in physiologically relevant amounts influences the localisation of TLR1, TLR2
and TLR6, which are important pattern recognition receptors. Such an effect has
already been found for TLR4 and its co-receptor Cluster of Differentiation 14 (CD14).
Material & Methods: For investigation of PUFA influence on phospho- and
sphingolipid patterns of lipid rafts and non-rafts, the macrophage cell line RAW264.7
was used. Cells were supplemented with ɑ-linolenic acid (LNA), eicosapentaenoic acid
(EPA), docosahexaenoic acid (DHA), linoleic acid (LA) and arachidonic acid (AA) in
concentrations of 15 µM for 72 h. Afterwards lipid rafts and non-rafts were analysed
detergent free and with mass spectrometry. Analysis of obtained data was performed
using the software Mass Hunter, SECD and LIMSA. For investigation of membrane
domain localisation of TLR1, TLR2 and TLR6 after PUFA addition and/or stimulation
RAW264.7 were supplemented with 15µM PUFA for 72 h and stimulated for 24 h with
LTA, virulent and avirulent R. equi. Fluorescent Antibodies specific for lipid raft marker
GM1 and for the different TLRs were added. After taking pictures with an fluorescence
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microscope of each TLR and of GM1, the Manders’ coefficient 1 (M1) was calculated to
measure co-localisation.
Results: The supplementation of PUFA provoked alterations in the membrane lipid
pattern in both lipid rafts and non-rafts. Clear effects became obvious especially in the
longer-chained and higher unsaturated fatty acids EPA, DHA and AA, whereupon EPA
had the highest impact. Probably because of the augmented content of highly
unsaturated lipids in lipid rafts, steric incompatible lipids and proteins were supplanted
from there, because of their spatial competition. This was obvious for sphingomyelin,
which was more likely to find in non-rafts than in lipid rafts after EPA addition, whereas
DHA and AA caused an augmentation of sphingomyelin in lipid rafts. In contrast, TLR
localisation was not effected by PUFA supplementation. Independent of PUFA addition
or stimulation, TLR1 and TLR6 could be found mainly in lipid rafts. TLR2 dispersed
equally in lipid rafts and non-rafts.
Conclusion: This work compares the influence of n3 and n6 PUFA on representative
membrane domains in immunologically active cells by mass spectrometry for the first
time. The accomplished data prove, that PUFA application comes along with
alterations in the architecture of the membrane, which may have an immune-
modulating impact. The location of the immunologically meaningful pattern recognition
receptors TLR1, TLR2 and TLR6, as well as the initiation of TLR2 signalling cascade
are not effected by this. It is highly probable that the reduced inflammatory reaction of
macrophages towards gram positive bacteria in connection with PUFA
supplementation is caused by a different mechanism.
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